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1 ARTRITIS REUMATOIDE 
La artritis reumatoide (AR) es una enfermedad autoinmune, caracterizada por una 
inflamación crónica que afecta fundamentalmente a las articulaciones, destruyendo su 
estructura y produciendo deformidad y una severa discapacidad funcional [1]. La 
etiología de la AR es multifactorial, incluyendo factores genéticos y ambientales. 
Actualmente no existe una hipótesis única que incluya todos los factores conocidos e 
integre todos los mecanismos patogénicos involucrados. La fisiopatología de esta 
enfermedad se basa en la activación anómala de procesos implicados en la respuesta 
inmune adaptativa e innata, y de efectores de la respuesta inflamatoria. Además, hay una 
alteración de los elementos celulares residentes de la membrana sinovial, que en conjunto 
se comportan de forma pseudotumoral, invadiendo y destruyendo los tejidos contiguos 
(hueso y cartílago).  
La prevalencia mundial de AR oscila entre 0,3-1,2%. En España afecta al 0,5% de la 
población adulta [2-5]. La AR es tres veces más frecuente en mujeres que en hombres, y 
su comienzo puede ocurrir a cualquier edad, aunque es más habitual entre los 40 y 60 
años [6]. 
En la AR, tanto la susceptibilidad como la severidad están influidas por múltiples 
genes. En los últimos años la lista de loci de riesgo para la AR se ha incrementado 
rápidamente (Tabla I.1). En general son genes relacionados con la inmunidad, 
principalmente con mecanismos de presentación antigénica y activación de células T. La 
principal asociación genética en la AR está relacionada con determinados alelos del gen 
HLA (antígeno leucocitario humano) de clase II DRB1, como DR4 y DR1, que 
comparten una secuencia de aminoácidos similares a “glutamina-leucina-arginina-
alanina-alanina” (QKRAA) [7]. Esta secuencia, denominada epítopo compartido, se sitúa 
en el dominio implicado en la presentación de antígenos al receptor de las células T 
(TCR). 
Además, los estudios familiares que calculan la heredabilidad sugieren que existe un 
importante componente ambiental del que se conocen muy pocos factores [8]. Diversos 
trabajos relacionan la AR con múltiples patógenos pero no existen pruebas 
epidemiológicas ni microbiológicas sólidas de su implicación [9-11]. El principal factor 
de riesgo ambiental es el hábito de fumar. Algunos trabajos han confirmado la asociación 
entre este hábito y la presencia de anticuerpos anti-péptido citrulinado (ACPA) en 
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pacientes con AR, especialmente en individuos que tienen el epítopo compartido [12]. 
Para otros investigadores esta asociación es independiente de la presencia de anticuerpos 
[13]. 
 
Tabla I.1. Genes de riesgo asociados a la artritis reumatoide 






Respuesta células T (Presentación de antígenos) 
PTPN22 1,94 (1,81–2,08) Respuesta células T (Activación células T) 
TNFAIP3 1,40 (1,24–1,58) Respuesta inflamatoria efectora (Citoquinas/NFκB) 
IRF5 1,25 (1,14–1,37) Inmunidad innata (DC IFN-α) 
RBPJ 1,18 (1,12–1,24) Inmunidad innata (DC) 
STAT4 1,16 (1,10–1,23) Respuesta células T (Activación células T) 
TRAF1, C5v 1,13 (1,08–1,18) Respuesta inflamatoria efectora (TNF/ICs) 
CD2, CD58 1,13 (1,07–1,19) Respuesta células T (Sinapsis inmunológica) 
REL 1,13 (1,07–1,18) Múltiples procesos (NFκB) 
FCGR2A 1,13 (1,06–1,21) Respuesta inflamatoria efectora/Inmunidad innata (ICs) 
SPRED2 1,13 (1,06–1,21) Desarrollo mieloide 
PXK 1,13 (1,04–1,23) No conocida 
BLK 1,12 (1,07–1,18) Respuesta células B 
AFF3 1,12 (1,07–1,17) Desarrollo linfoide 
CD28 1,12 (1,06–1,18) Respuesta células T (Coestimulación células T) 
CCR6 1,11 (1,06–1,16) Tráfico celular (Th17) 
PRDM1 1,10 (1,05–1,16) Respuesta células B 
CCL21 1,10 (1,05–1,16) Tráfico celular (Homing linfoide) 
IL2RB 1,09 (1,03–1,15) Respuesta células T (Activación células T) 
IL2RA 0,92 (0,87–0,97) Respuesta células T (Presentación de antígenos) 
TAGAP 0,91 (0,87–0,96) Respuesta células T (Activación células T) 
KIF5A, PIP4K2C 0,91 (0,87–0,96) No conocida 
IL2, IL21 0,90 (0,84–0,95) Respuesta células T (Activación células T) 
TNFRSF14 0,89 (0,85–0,94) Respuesta células T  
TRAF6 0,88 (0,83–0,94) Respuesta inflamatoria efectora (Citoquinas/NFκB) 
PTPRC (CD45) 0,88 (0,82–0,94) Múltiples procesos (Estirpe mieloide/linfoide) 
CTLA4 0,87 (0,83–0,91) Respuesta células T (Activación células T) 
PRKCQ 0,87 (0,82–0,92) Respuesta células T (Activación células T) 
CD40 0,85 (0,80–0,90) Respuesta células T (Coestimulación células T) 
IL6ST 0,85 (0,78–0,93) Respuesta inflamatoria efectora (Receptor IL6) 
Modificado de un meta-análisis de estudios de genoma completo que incluyen 5539 casos de 
pacientes AR seropositiva y 20169 controles [14]. NFκB: factor nuclear кB, DC: células 
dendríticas, IFN: interferón, ICs: inmunocomplejos, TNF: factor de necrosis tumoral. 
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1.1 Sinovitis reumatoide 
En la artritis, la estructura anatómica primariamente afectada es el tejido o membrana 
sinovial, una estructura especializada que tapiza la cavidad sinovial de las articulaciones 
diartrodiales. La membrana sinovial elabora el líquido articular que lubrica y nutre al 
cartílago, y que además puede regular la presión y la temperatura local. La membrana 
sinovial esta dividida en dos capas: una capa íntima superficial limitante (lining), de una 
o dos capas celulares de grosor y una capa menos definida de tejido conectivo 
vascularizada e inervada (sublining) [15] (Figura I.1). Ambas capas no están separadas 
por una membrana basal y constituyen una estructura similar a los mesotelios. El lining 
está formado fundamentalmente por dos tipos celulares denominados sinoviocitos de tipo 
A o macrófagos sinoviales (MLS, macrophage-like-synoviocyte) y de tipo B o 
fibroblastos sinoviales (FLS, fibroblast-like-synoviocyte). Los MLS son células 
fagocíticas con las mismas características que los macrófagos residentes en otros tejidos 
conjuntivos. Los FLS tienen normalmente funciones sintéticas, relacionadas con la 
homeostasis de la matriz extracelular (MEC) y secretan los componentes esenciales del 
líquido sinovial [16].  
En condiciones normales, la membrana sinovial posibilita el movimiento indoloro de la 
articulación. En la AR, la membrana sinovial experimenta una serie de transformaciones. 
La lesión más temprana consiste en un cambio microvascular y en un incremento en el 
número de células de revestimiento o lining sinovial (hiperplasia). El importante 
crecimiento de la membrana sinovial se denomina  pannus (paño), ya que forma una 
masa de tejido que se superpone e invade la superficie del cartílago y del hueso. 
Conjuntamente se produce una infiltración de células mononucleares alrededor de las 
zonas vasculares [17-18].  
Los neutrófilos son el componente predominante en el líquido sinovial, mientras que 
las células T y macrófagos, junto con un menor número de células B, plasmáticas, 
dendríticas y mastocitos, se acumulan en el sublining sinovial [19]. Los infiltrados 
celulares se organizan en el tejido sinovial de diferentes formas, bien de forma difusa, o 
bien en forma de agregados perivasculares, que en algunos pacientes muestran una 
disposición y microestructura similar a la de los folículos linfoides. No se conoce 
completamente el significado clínico de estas diferentes formas. Los agregados 
foliculares contienen vasos especializados en el reclutamiento de células T y B, 
denominados vénulas endoteliales altas, además de células dendríticas y foliculares 
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dendríticas capaces de presentar antígenos [20]. Estas organizaciones parecen 
competentes como centros germinales y en su proximidad pueden detectarse células 
plasmáticas específicas de péptidos citrulinados [21]. 
Los elementos celulares residentes en la membrana sinovial parecen también 
importantes en la patogenia. Los fibroblastos sinoviales presentan un fenotipo activado, 
produciendo factores promotores de la inflamación y de la destrucción del hueso y 
cartílago adyacentes [22]. Los vasos también sufren una expansión (angiogénesis) y 
activación de las células endoteliales (CE), que parecen contribuir a la inflamación 
crónica. La contribución patogénica del aumento de la vascularización es desconocida. 
Diferentes hipótesis plantean su posible contribución a la nutrición y crecimiento del 
tejido sinovial hiperplásico o al aumento del lecho de adhesión y reclutamiento de células 




Figura I.1. Esquema general de una articulación sinovial. Estructura y elementos celulares 










































1.2 Anomalías celulares en la artritis reumatoide  
La patogenia de la AR se entiende actualmente como un proceso que implica tanto a 
elementos de la respuesta inmunológica innata como de la adaptativa, aunque las 
relaciones entre todos los componentes y su importancia relativa no se conocen 
completamente. Puesto que los factores genéticos apuntan fundamentalmente a la 
participación de mecanismos de presentación antigénica y activación T, y la enfermedad 
se caracteriza por la presencia de autoanticuerpos, se asume generalmente que se trata de 
una enfermedad iniciada por un proceso autoinmune. Sin embargo, las anomalías en la 
respuesta innata, la perpetuación de cascadas anómalas de producción de citoquinas pro-
inflamatorias y la participación de elementos celulares residentes en la sinovial como 
fibroblastos y endotelio, sugieren que una vez establecida la enfermedad el proceso es 
más complejo y no exclusivamente dependiente de una respuesta adaptativa autoinmune. 
 
1.2.1 Células T 
La membrana sinovial en la AR contiene gran cantidad de células T [25]. La mayoría 
de los modelos animales de artritis son dependientes de células T (collagen induced 
arthritis o CIA, antigen induced arthritis o AIA) [26-27]. Sin embargo, ha sido difícil 
definir el papel que éstas juegan en la AR humana, debido al desconocimiento de los 
antígenos que las activan y de sus mecanismos efectores. Indirectamente, el bloqueo 
terapéutico de la activación de las células T mediante la proteína de fusión CTLA 
(cytotoxic T-lymphocyte associated antigen–4)-Fc o abatacept ha confirmado la 
importancia de éstas en la patogenia de la AR humana [28].  
Las células T pueden interaccionar con las células B, promoviendo la producción de 
autoanticuerpos. Además, las células T activadas pueden activar localmente otras células 
como macrófagos, fibroblastos y osteoclastos. Estas interacciones celulares son 
dependientes de citoquinas T y de proteínas de membrana. Clásicamente, se ha asumido 
que la AR es una enfermedad Th1 o mediada por células productoras de IFN-γ. Sin 
embargo el IFN-γ y otras citoquinas Th1 se detectan en la membrana sinovial de la AR a 




Estudios recientes apuntan a la posible implicación de las células Th17 (productoras de 
IL-17) en la AR. La citoquina IL-17 se expresa abundantemente en la sinovial 
reumatoide [29-30], y tiene efectos pro-inflamatorios sobre múltiples células de la 
sinovial: monocitos, macrófagos, fibroblastos y osteoclastos. IL-17 estimula la 
producción de citoquinas pro-inflamatorias (IL-1β, TNF-α e IL-6), quimioquinas y 
metaloproteinasas (MMPs) de la MEC [31]. Por otro lado, las células Th17 producen IL-
21, que induce un aumento de IL-17 y es también un regulador importante en la 
producción de IgG en la respuesta humoral T-dependiente [32-33]. Las dianas celulares y 
los efectos biológicos de IL-17 en modelos murinos son consistentes con las hipótesis 
que plantean un papel clave de las células Th17 en la sinovitis y el daño articular. Sin 
embargo, los datos en la AR humana son hasta hoy poco claros o incluso contradictorios. 
Por otra parte, el líquido sinovial de pacientes con AR está enriquecido en células T 
reguladoras (CD4+CD25+) [34-35]. Sin embargo, las células T reguladoras de sangre 
periférica de éstos pacientes podrían tener defectos funcionales que bloquean su 
capacidad de suprimir a las células T efectoras (CD4+CD25-) y estos defectos parecen 
reversibles después del tratamiento con anti-TNF [36-37]. 
 
1.2.2 Células B  
Las células B desempeñan un papel crítico en la autoinmunidad porque son la fuente de 
los autoanticuerpos. Pueden ser presentadoras de autoantígenos a células T, y podrían 
contribuir a la síntesis de citoquinas o quimioquinas que potencian la activación de las 
células T y la inflamación. La mayoría de las células B sinoviales son células de 
memoria de vida larga. También existen numerosas células plasmáticas locales, 
potencialmente productoras de factor reumatoide o anticuerpos ACPA [38]. 
El factor reumatoide (FR) fue el primer autoanticuerpo conocido, y por tanto la AR fue 
la primera enfermedad considerada autoinmune posiblemente mediada por 
autoanticuerpos [39]. Posteriormente se ha descrito la presencia de los anticuerpos 
ACPA que reconocen diferentes proteínas en forma citrulinada que tienen en común la 
transformación enzimática (deiminación) de sus residuos arginina a citrulina [40]. La 
mayoría de las asociaciones genéticas se han identificado predominantemente en 
individuos con AR seropositivos para anticuerpos ACPA o FR. La estrecha relación entre 
alelos HLA de susceptibilidad y la producción de anticuerpos ACPA (los más específicos 
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de la AR) sustentan la importancia de las células T y B en la patogenia de esta 
enfermedad.  
Los LB del tejido sinovial muestran también otras especificidades como colágeno tipo 
II, ADN, toxoide tetánico, antígenos mitocondriales y proteínas de choque térmico 
bacterianas; aunque la contribución de estos anticuerpos es de momento hipotética [41-
43]. 
La depleción de células B mediante anticuerpos monoclonales dirigidos contra 
antígenos de superficie de las células B (anti-CD20 o rituximab) es una de las terapias 
actualmente utilizadas en la AR [44].  
 
1.2.3 Células residentes 
Los cambios en las células residentes de la sinovial parecen contribuir también a la 
patogenia de la AR. En condiciones normales la función principal de éstas células es la 
homeostasis de los tejidos articulares. Sin embargo, en la AR estas células se activan y 
parecen contribuir a numerosos procesos relacionados con las respuestas inmune e 
inflamatoria y la destrucción articular. 
 
1.3 Los fibroblastos en la artritis reumatoide 
El fibroblasto es una célula ubicua que deriva de células primitivas mesenquimales 
CD45 negativas y pluripotentes. Es una célula residente en el tejido conectivo que 
sintetiza los componentes de la MEC necesarios para la homeostasis y para la reparación 
de lesiones. Los fibroblastos son morfológica y funcionalmente heterogéneos, con 
diversos fenotipos dependiendo de su localización y del estado tisular. Se suelen 
identificar por su morfología en forma de huso, su capacidad de adherencia en cultivo y 
la ausencia de marcadores de otras estirpes celulares.  
Los fibroblastos de la AR muestran un fenotipo característico que se ha comparado en 
determinados aspectos al de algunas células tumorales [45]. Pueden crecer sin adherirse y 
escapar a la inhibición por contacto como las células transformadas. Se ha intentado 
explicar su crecimiento excesivo por la expresión de oncogenes implicados en la 
regulación del ciclo celular o por el reclutamiento activo de precursores [46-47]. 
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Además, estos fibroblastos parecen más resistentes a la muerte celular por apoptosis [48-
51]. 
Numerosas pruebas demuestran la implicación patogénica de los fibroblastos en el 
desarrollo de artritis [52-53]. Los fibroblastos responden a citoquinas, especialmente 
TNF-α, produciendo una gran variedad de mediadores inflamatorios y de destrucción 
tisular. Además, el fenotipo alterado de los fibroblastos persiste ex vivo en ausencia de 
estímulos exógenos [54]. Diversos trabajos han intentado explicar estas variaciones 
fenotípicas de los fibroblastos, bien por mutaciones detectadas en genes reguladores del 
ciclo celular, proliferación y apoptosis [55] o bien por modificaciones epigenéticas [56]. 
En los fibroblastos de la AR hay una reducción de la metilación global del DNA in situ e 
in vitro [57]. Además, se puede obtener un fenotipo similar al de los fibroblastos de la 
AR desde fibroblastos normales si éstos se cultivan en un ambiente hipometilante. 
Asimismo, se ha detectado hiperacetilación de histonas [56] y cambios en la expresión de 
microRNAs específicos [58-59].  
Tanto la respuesta inducida por citoquinas como los cambios fenotípicos conducen a un 
aumento en la síntesis de quimioquinas, citoquinas, factores pro-angiogénicos y factores 
relacionados con la invasión y destrucción tisular.  
Los fibroblastos se expanden en la capa del lining sinovial, observándose un 
crecimiento anómalo que da lugar a la hiperplasia de la membrana sinovial y al pannus 
[60-61]. Aunque la hiperplasia de los fibroblastos ha sido descrita morfológicamente, no 
se existen datos cuantitativos debido a la falta de marcadores fiables. Algunos de los 
marcadores conocidos para estas células como VCAM-1 (vascular cell adhesion 
molecule 1), cadherina-11 o CD55 se modifican con el estado de la enfermedad, la 
diferente localización de los fibroblastos en la membrana sinovial o la exposición a 
citoquinas [62-68]. Los marcadores de linaje fibroblástico como las prolil-hidroxilasas o 
Thy1 también tienen limitaciones de especificidad y sensibilidad [69-71]. Esta carencia 
de marcadores específicos de fenotipo explica la falta de datos cuantitativos sobre los 
cambios potenciales de los fibroblastos en relación a la actividad inflamatoria en la AR o 
después del tratamiento. 
Recientemente se ha demostrado que la detección inmunohistoquímica de la chaperona 
específica de colágeno hsp47 es un método altamente específico y sensible para 
identificar y cuantificar fibroblastos en tejidos sanos y patológicos humanos [71-72]. Los 
 10 
Introducción 
fibroblastos expresan hsp47 de forma constitutiva e independiente de su estado de 
activación. Sin embargo, los macrófagos, las células vasculares y las de músculo liso no 
lo expresan. La utilización de este marcador para generar información cuantitativa sobre 
la dinámica de los fibroblastos a lo largo del curso de la enfermedad o tras la terapia en 
pacientes con AR es uno de los objetivos del presente estudio. 
1.4 Producción de moléculas efectoras 
 
1.4.1 Moléculas de adhesión y proteasas de matriz 
La destrucción de cartílago y hueso son características de la AR. Los osteoclastos son 
los principales efectores de la destrucción ósea, mientras que los fibroblastos son los 
responsables iniciales del daño al cartílago, un proceso con varias etapas donde es 
necesaria su adhesión al cartílago y la síntesis de las enzimas que degradan la MEC. 
Las moléculas de adhesión, especialmente integrinas, facilitan el anclaje de los 
fibroblastos a los componentes del cartílago. Los fibroblastos en cultivo expresan 
elevadas cantidades de varios tipos de integrinas β1. In vitro, es posible inhibir 
parcialmente la unión de los fibroblastos al cartílago mediante anticuerpos anti-β1. 
Además, la unión de integrinas modula varias señales intracelulares relevantes en la AR, 
incluyendo MAPKs (mitogen-activated protein kinases) y Ras, e induce la expresión de 
MMPs [73]. En los cultivos de fibroblastos de AR se puede detectar e inducir la 
expresión de moléculas de adhesión como VCAM-1 e ICAM-1 (inter cellular adhesion 
molecule 1) [74]. El aumento en la expresión de estas moléculas también se ha 
relacionado con la adhesión leucocitaria a las CE y su migración en la AR [75-77]. 
Además, los niveles de ICAM-1 soluble correlacionan con la severidad clínica y la 
progresión de AR [78-79]. 
Por otra parte, se piensa que la molécula de adhesión intercelular cadherina-11, además 
de ser responsable de la formación del lining sinovial, tiene un papel relevante en la 
destrucción cartilaginosa aunque su mecanismo exacto no se conoce [80]. 
Los fibroblastos del lining son considerados los principales efectores de la destrucción 
del cartílago en la AR debido a su capacidad de producir grandes cantidades de proteasas 
de la matriz extracelular del cartílago entre las que destacan las MMPs, catepsinas y 
agrecanasas [53, 81]. Entre todas las MMPs, las colagenasas (MMP-1, MMP-13) y la 
estromelisina (MMP-3) son especialmente importantes en la AR [82-83]. Su síntesis y 
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activación es inducida por varios factores, incluyendo citoquinas pro-inflamatorias (IL-1, 
TNF-α), factores de crecimiento, ligandos de TLR (toll-like receptors) o especies 
reactivas de oxígeno [84-85]. Los fibroblastos en cultivo también producen las proteínas 
inhibidoras de las MMPs como los TIMPs (tissue inhibitors of MMPs) [86]. Las 
catepsinas son proteasas de amplia especificidad y son también reguladas por citoquinas 
y protooncogenes [81]. Las agrecanasas son mediadores claves de la destrucción 
cartilaginosa y algunas son constitutivamente expresadas por fibroblastos en cultivo 
(ADAMTS-4 y -5) [87]. 
La destrucción ósea articular está mediada enteramente por los osteoclastos, únicas 
células capaces de erosionar el hueso [88]. El desarrollo de los osteoclastos es 
dependiente de la diferenciación de sus precursores mononucleares, posiblemente 
reclutados desde la circulación a la sinovial. La pérdida ósea está regulada por el sistema 
RANK/RANK-L (receptor activador de NF-кB y su ligando). Los precursores 
osteoclásticos expresan el receptor RANK que se activa mediante la unión de su ligando 
RANK-L, presente exclusivamente en los LT activados y en los fibroblastos sinoviales. 
RANK-L es una proteína de membrana, miembro de la familia de TNF, y tanto la forma 
soluble como la anclada a la superficie son agonistas de la osteoclastogénesis [89-90].  
 
1.4.2 Quimioquinas 
En pacientes con AR se han detectado niveles elevados de varias quimioquinas y sus 
respectivos receptores. Los fibroblastos de la AR pueden producir quimioquinas de 
forma constitutiva o después de ser estimulados con citoquinas pro-inflamatorias, 
micropartículas, hipoxia, ligandos de TLR o con otras quimioquinas. De esta forma, los 
fibroblastos de la AR contribuyen al reclutamiento y retención de células inflamatorias. 
Las células T constituyen el 30-50% de las células de la membrana sinovial reumatoide 
y son principalmente de tipo CD4+ con fenotipo Th1. La presencia de células T en la 
membrana sinovial es debida principalmente a la alta expresión de los receptores CXCR3 
y CCR5 en células T y a la presencia de la proteína inflamatoria de macrófagos 1α (MIP-
1α)/CCL3 y la proteína reguladora de la activación, expresada y secretada por células T 
normales (RANTES)/CCL5 en la membrana sinovial (ambas producidas por fibroblastos 
en cultivo). Las quimioquinas CXCL12/SDF-1 (stromal cell-derived factor-1) y 
CXCL16 producidas por los fibroblastos también contribuyen a la retención de las 
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células T. La unión de CXCL12 a CXCR4 promueve la migración direccional de las 
células a través de la formación de gradientes haptotácticos, lo que puede favorecer la 
acumulación de células T de memoria en la articulación inflamada [91-95]. 
Los fibroblastos sinoviales también parecen la fuente principal de quimioquinas de 
reclutamiento o homing linfoide (CXCL13, CCL21, CCL19), normalmente sólo 
presentes en órganos linfoides secundarios, y que aquí se asocian a la formación de 
estructuras linfoides terciarias (neogénesis linfoide) anteriormente descritas [96-97].  
Los fibroblastos estimulados con IL-1 o TNF-α producen numerosos factores 
quimiotácticos para monocitos y macrófagos, contribuyendo al reclutamiento de estos 
tipos celulares a la articulación inflamada. Algunos ejemplos de estas quimioquinas son 
RANTES, la proteína inducible por interferón-10 (IP-10)/CXCL10, ENA-78, la proteína 
quimioatrayente de monocitos (MCP-1)/CCL2, MIP-1α y la MIP-1β/CCL2 [53]. 
Además, algunas quimioquinas presentes en la AR podrían están implicadas en la 
angiogénesis de la membrana sinovial como IL-8/CXCL8, ENA-78, el oncogén de 
crecimiento α (groα)/CXCL1, CXCL12, la proteína activadora de tejido conectivo III 
(CTAP-III)/CXCL7, MCP-1 y fractalquina/CXC3CL1 [98-100]. 
 
1.4.3 Citoquinas 
Otro grupo de factores implicados en la sinovitis son las citoquinas pro-inflamatorias, 
producidas principalmente por macrófagos (TNF-α, IL-1) y fibroblastos (IL-6). Los 
principales efectos de estas citoquinas incluyen la estimulación de la expresión de 
moléculas de adhesión en CE y de múltiples quimioquinas y MMPs de la 
osteoclastogénesis. Como resultado final los leucocitos y linfocitos migran a la 
articulación y se produce la degradación del cartílago y el hueso. 
La mayoría de las citoquinas clásicas implicadas en la AR son producto de los 
macrófagos pero los fibroblastos del lining son los principales productores de IL-6. 
Estudios recientes demuestran que la inhibición de IL-6 (tocilizumab) es una terapia 
eficaz de la AR [101]. Los fibroblastos de la AR en cultivo producen espontáneamente 
IL-6 y esta producción puede aumentar con la presencia de IL-1 o TNF-α. La 
neutralización de TNF-α en los pacientes AR fue la primera terapia biológica eficaz en el 
control de la inflamación crónica y de la degradación del cartílago y hueso en la AR. Sin 
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embargo, ninguno de estos tratamientos tiene un efecto curativo definitivo, por lo que se 
considera que hay otros factores que contribuyen a perpetuar la enfermedad.  
IL-15 también ha sido identificada en elevadas concentraciones en los líquidos 
sinoviales de pacientes con AR [102-103], y los fibroblastos en cultivo de estos pacientes 
producen espontáneamente grandes cantidades de IL-15 [104]. En cocultivos de 
fibroblastos y linfocitos se ha demostrado la importancia de IL-15 en el diálogo entre 
ambos elementos celulares, que contribuye finalmente a la supervivencia y activación 
linfocitaria [105]. Otras citoquinas descritas en la AR y producidas por fibroblastos 
estimulados son la IL-18, IL-33 e IL-32 [106]. 
Los factores de estimulación de colonias de granulocitos (GM-CSF) y de macrófagos 
(M-CSF) son también abundantes en el tejido y líquido sinovial de pacientes con AR y 
son liberados principalmente por las células del lining. La estimulación de los 
fibroblastos in vitro por IL-1 o TNF-α aumenta de forma importante la producción de 
GM-CSF, lo que podría contribuir a la expansión local de los macrófagos [53]. 
Los fibroblastos de la AR en cultivo son una fuente importante de interferones (IFN) de 
tipo I que pueden tener distintas funciones inmunoactivadoras en la enfermedad. Aunque 
en general tienen efectos pro-inflamatorios como la liberación de quimioquinas y MMPs, 
en diversos modelos de artritis también se ha demostrado un papel anti-inflamatorio del 
IFN-β [53]. Los fibroblastos tienen también la capacidad de producir otras citoquinas 
anti-inflamatorias y factores que potencialmente suprimen la sinovitis como el factor de 
crecimiento transformante, TGF-β. Además, producen importantes cantidades de IL-1Ra, 












La formación de nuevos vasos ocurre fundamentalmente mediante los procesos de 
vasculogénesis y angiogénesis. En la vasculogénesis las células precursoras se 
diferencian en CE que posteriormente se organizarán en una red vascular, mientras que 
en la angiogénesis la formación de los nuevos vasos sanguíneos o neovascularización se 
produce a partir de otros existentes [108-110]. Durante el desarrollo embrionario los 
vasos se forman por vasculogénesis y angiogénesis. Sin embargo, en la vida adulta, la 
formación de nuevos vasos ocurre en ciertas situaciones fisiológicas como la 
reproducción o la reparación de tejidos y es principalmente debida a procesos 
angiogénicos. 
El proceso de angiogénesis comienza cuando las CE de los capilares son estimuladas 
por factores angiogénicos como el factor de crecimiento de fibroblastos (FGF) y/o el 
factor de crecimiento endotelial vascular (VEGF). Las CE proliferan y son activadas para 
producir enzimas proteolíticas (MMPs y activador de plasminógeno) que degradan y 
remodelan  la matriz extracelular, facilitando su migración al estroma perivascular donde 
interaccionan con integrinas de la matriz  [111]. Después se diferencian, cambiando a 
una morfología tubular o laminar hasta que se estabilizan y maduran, reclutando pericitos 
y células de músculo liso. 
En todo este proceso se mantiene un estricto equilibrio entre los factores activadores e 
inhibidores de la angiogénesis que es alterado en un amplio rango de enfermedades como 
cáncer, ateroesclerosis, degeneración macular, e inflamación crónica (psoriasis, AR etc), 
dando lugar a la persistencia de la angiogénesis patológica. 
 
2.1 Células endoteliales y pericitos 
Los pequeños vasos sanguíneos que componen el lecho vascular distal normal están 
formados por CE que constituyen la capa íntima del vaso y células perivasculares o 
pericitos que envuelven y estabilizan los vasos [112]. Los pericitos son células con 
filamentos contráctiles de actina-α (isoforma del músculo liso) y se localizan alrededor 
de la membrana basal de capilares y vénulas. Los vasos de mayor calibre tienen como 
células de soporte las células de músculo liso y los fibroblastos de la adventicia. Los 
pericitos hacen contactos focales con las CE a través de acoplamientos especializados. 
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Además, a través de uniones gap se establece contacto directo entre el citoplasma de los 
pericitos y las CE, permitiéndose el intercambio de iones y pequeñas moléculas [113-
114]. Durante la angiogénesis las CE secretan factores que contribuyen a reclutar 
pericitos. El factor más importante es el factor derivado de plaquetas B (PDGF-B) que 
promueve la proliferación y reclutamiento de los pericitos hacia los tubos vasculares de 
nueva formación. Los vasos rodeados de membrana basal y pericitos son considerados 
vasos maduros. En el proceso tumoral, caracterizado por angiogénesis activa, se han 
observado vasos inmaduros con alta permeabilidad, con una estructura desorganizada 
que parecen contribuir al crecimiento tumoral y metastatización [115]. Estos vasos 
patológicos son inestables, inmaduros y carecen de membrana basal completa y pericitos. 
Desconocemos si este proceso ocurre en la angiogénesis asociada a la inflamación 
crónica y sus implicaciones patogénicas. El estudio de este aspecto es uno de los 
objetivos del presente trabajo. 
 
2.2 Angiogénesis en la artritis reumatoide 
En diversas formas de artritis crónica se ha descrito un aumento de la vascularidad 
sinovial y un aumento de biomarcadores de angiogénesis y factores pro-angiogénicos, 
por lo que se piensa que existe un proceso angiogénico muy activo en la AR, 
especialmente en sus fases iniciales. Los vasos de nueva formación podrían mantener el 
proceso inflamatorio crónico transportando células inflamatorias o supliendo con 
nutrientes y oxígeno el pannus [116-121].  
Los fibroblastos producen múltiples mediadores pro-angiogénicos como VEGF, TGF-
β, IL-8 y CXCL12, que pueden inducir el reclutamiento, proliferación y activación de las 
CE. VEGF es el principal factor pro-angiogénico implicado en la AR debido a su 
capacidad mitogénica sobre las CE y sus efectos sobre la permeabilidad vascular. Los 
fibroblastos y macrófagos sinoviales sintetizan VEGF constitutivamente. Además, la 
expresión de VEGF puede incrementarse por la hipoxia o en respuesta a diferentes 
citoquinas [122-124]. La mayoría de las vías implicadas en la activación de los 
fibroblastos conducen a la síntesis de VEGF, incluyendo la estimulación con TNF-α e 
IL-17 [123, 125], la activación del TLR2 [126], la unión de CD40 [127] y la hipoxia 
tisular [128].  
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En pacientes con AR se han encontrado niveles elevados de VEGF de forma local y 
sistémica que correlacionan con la actividad y severidad de la enfermedad [129-131]. 
Los niveles de VEGF en plasma de pacientes con AR son marcadamente superiores a los 
de los de pacientes con artrosis (OA) o controles sanos [132]. Diversos antagonistas de 
VEGF han demostrado efectos terapéuticos en el modelo de artritis inducida por 
colágeno, identificando el proceso angiogénico como posible diana terapéutica [133-
135]. Sin embargo, no hay estudios morfológicos detallados de los cambios inducidos en 
la artritis por esta terapia. VEGF, como regulador de la permeabilidad vascular, participa 
en el reclutamiento de células inflamatorias mieloides [136-138]. Por lo tanto, sus 
antagonistas podrían mejorar la sinovitis a través de la disminución de ambos procesos. 
La angiogénesis patológica mediada por VEGF ha sido ampliamente estudiada en 
cáncer, donde los antagonistas de VEGF se han utilizado como terapia en clínica [139]. 
En la mayoría de los tumores, los vasos de nueva formación muestran diferencias con los 
vasos normales como una actividad alterada de receptores, moléculas de adhesión, y una 
pérdida de su organización jerárquica con cambios en su distribución tridimensional 
[140]. En el cáncer, la angiogénesis está caracterizada por vasos inmaduros que carecen 
de pericitos generados por un exceso de VEGF [141-142]. VEGF media la proliferación 
endotelial pero inhibe el desarrollo de pericitos, un proceso dependiente de la 
señalización por PDGF [143-144]. En diversos modelos animales de cáncer se ha 
observado la eliminación de los vasos inmaduros después del tratamiento con 
antagonistas de VEGF, mientras que los vasos maduros son relativamente estables y 
resistentes [141-145]. 
Al igual que en los tumores, en la sinovial reumatoide hay un ambiente hipóxico severo 
que se mantiene a pesar de una activa angiogénesis y del aumento de la vascularización, 
lo que sugiere un funcionamiento anómalo de los vasos de nueva formación [146-147]. 
Sin embargo, no ha sido investigada hasta el momento la presencia de vasos inmaduros 
sinoviales ni su potencial contribución al proceso patológico. La mejoría de la 
enfermedad en respuesta a la terapia con anti-TNF-α es paralela a una reducción 
inmediata en los niveles de VEGF y de otros marcadores pro-angiogénicos [123, 148-
151]. Técnicas de imagen sugieren que la terapia efectiva disminuye el incremento de 
vascularidad pero no existen estudios patológicos detallados [152-154]. La persistencia 
de la actividad vascular correlaciona con daños al hueso y al cartílago incluso en 
pacientes con remisión clínica.  
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Por lo tanto, analizar los cambios en la estructura y densidad vascular después de la 
disminución indirecta de VEGF tras la terapia puede tener un valor informativo del papel 
potencial de la angiogénesis en la patogenia de la AR. 
 
3 LA HIPOXIA Y EL FACTOR DE TRANSCRIPCIÓN INDUCIBLE POR HIPOXIA 
En diversas enfermedades, incluida la AR, se detectan anomalías en los niveles de 
oxígeno. El término hipoxia hace referencia a esta disminución del oxígeno, que en 
sangre y tejidos provoca una disfunción o incluso, muerte celular. Se postula que estas 
alteraciones contribuyen al proceso patológico. El factor de transcripción HIF-1 
(hypoxia-inducible factor-1) tiene un papel esencial en el control de la homeostasis del 
oxígeno y su activación conduce a la expresión de múltiples genes relacionados con la 
angiogénesis y la adaptación metabólica a la hipoxia [155-156]. 
 
3.1 El factor de transcripción inducible por hipoxia  
HIF-1 es un heterodímero formado por una subunidad constitutiva que se localiza en el 
núcleo, HIF-1β, también conocida como ARNT (aryl hydrocarbon receptor nuclear 
translocator); y la subunidad HIF-1α, inducible por hipoxia (Figura I.2). Ambas 
subunidades comparten cierta homología y contienen dominios de transactivación y de 
degradación dependiente de oxígeno [157-159] (Figura I.2). El dímero HIF-1α/β se une a 
los elementos de respuesta a hipoxia (HREs) de la región promotora de genes 
dependientes de oxígeno [160-161].  
Además de HIF-1α, se han descrito las isoformas HIF-2α y HIF-3α [162-165]. HIF-1α 
está expresado de forma ubicua, sin embargo HIF-2α se encuentra principalmente en las 
CE, células epiteliales, fibroblastos y neuronas [166-167]. Parece que ambas isoformas 
desempeñan papeles no redundantes [168-169].  
Los niveles de proteína HIF-1α están regulados por su grado de síntesis y estabilidad. 
En condiciones de normoxia, HIF-1α es hidroxilado por prolil-hidroxilasas (PHDs) 
dependientes de oxígeno y oxoglutarato [170-171]. De esta forma, HIF-1α queda 
marcado para su degradación vía ubiquitina-proteosoma de forma dependiente de la 
proteína Von Hippel-Lindau (pVHL) [172-173]. Sin embargo, en condiciones de hipoxia 
(HIF-1α no está hidroxilado) pVHL no puede unirse y HIF-1α es estable y se acumula 
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(Figura I.3) [174]. Los niveles de HIF-1α aumentan exponencialmente cuando la célula 
se expone a concentraciones de oxígeno menores de 6%, con una respuesta máxima al 
0,5% según el tipo celular [175-176]. La subunidad HIF-1β es independiente de los 
niveles de oxígeno. En hipoxia, HIF-1α se transloca al núcleo y dimeriza con HIF-1β 
(Figura I.3). El heterodímero se une a secuencias específicas de DNA y mediante el 
reclutamiento de coactivadores como p300/CBP y p160/SRC-1 transactivan los genes 
regulados por la hipoxia [177-179]. 
En normoxia, algunas citoquinas y factores de crecimiento son también capaces de 
estabilizar o activar a HIF-1α en ensayos in vitro. Algunos ejemplos son TNF-α, IL-1β, 
TGF-β, PDGF o FGF [180-186]. La lista de genes que se activan por HIF-1 es muy 
amplia, e incluye genes cuyos productos participan en angiogénesis, metabolismo 
energético, eritropoyesis, proliferación y viabilidad celular, apoptosis, etc [187]. Debido 
a su participación en estas funciones, HIF es un factor de transcripción relevante tanto en 
el desarrollo embrionario normal como en estados fisiopatológicos. En diversos tipos de 
cáncer humano se ha detectado un aumento en la expresión de HIF-1α y HIF-2α [188-
189] y es frecuente la asociación de alteraciones genéticas en cáncer con un aumento en 










Figura I.2. Esquema de la estructura molecular de las subunidades HIF-1α y HIF-1β. El 
extremo N-terminal contiene la señal de localización nuclear (NLS), el dominio hélice-vuelta-
hélice básico (bHLH) y el dominio PAS (Per-Arnt-Sim). El extremo C-terminal de la subunidad α 
contiene dos dominios de transactivación, N-TAD Y C-TAD, y un dominio de degradación 




Figura I.3. Esquema de la estabilización y degradación de HIF. 
 
3.2 HIF en la artritis reumatoide 
En la sinovial reumatoide se ha detectado un medio severamente hipóxico. La presión 
media de oxígeno en el líquido sinovial en pacientes de AR es menor que la de los 
controles sanos (27 mm Hg y 63 mm Hg, respectivamente). Además, la presión de 
oxígeno correlaciona con la severidad histológica de la inflamación [193-194]. En 
ausencia de oxígeno, la producción de energía se mantiene por glicolisis anaerobia. En el 
líquido sinovial reumatoide se puede detectar un aumento de lactato y otros metabolitos 
glicolíticos confirmando la predominancia del metabolismo anaeróbico [194-195]. En 
tejidos sinoviales de pacientes con AR se observa un importante incremento en la 
expresión de HIF-1α en comparación con los pacientes con OA, mientras que en los 
individuos sanos no se detecta [196]. Se han detectado las isoformas HIF-1α y HIF-2α en 
los fibroblastos, macrófagos y CE de la sinovial reumatoide [196]. Además, mediadores 




HIF-1α [197-199]. Se postula que estas alteraciones contribuyen a la patología pero no 
existen pruebas directas de este concepto. 
Existen múltiples evidencias que relacionan la hipoxia con las vías pro-inflamatorias 
pero se desconoce la importancia que tiene la disminución de los niveles de oxígeno en la 
patogénesis de la inflamación crónica. Los datos más consistentes provienen de modelos 
animales de inflamación donde parece que HIF es un factor crítico en el inicio y 
perpetuación de la inflamación mediada por células mieloides [200]. La contribución de 
la hipoxia a las funciones pro-inflamatorias de otros tipos celulares no está clara. Hasta el 
momento, en los fibroblastos de la AR se han identificado pocos genes de respuesta a la 
hipoxia como VEGF, CXCL12, MMP-1 y -3 entre otros [201-203]. 
El estroma inflamatorio de la articulación en la AR presenta numerosas similitudes con 
el estroma tumoral, incluyendo el ambiente hipóxico severo, un aumento en la 
infiltración de macrófagos, el crecimiento pseudotumoral e invasivo de tejidos próximos 
y un incremento en la angiogénesis [100, 193-194, 201]. VEGF y la quimioquina 
CXCL12, son dos factores importantes de la respuesta a la hipoxia que pueden ejercer 
efectos sinérgicos en el reclutamiento y retención de las células mieloides, elementos 
celulares críticos en la respuesta angiogénica del estroma tumoral [136, 204]. VEGF es 
un factor importante en la activación de la MMP-9 y en consecuencia de la movilización 
de las células progenitoras vasculares [205], y CXCL12 parece ser crucial en la retención 
de la población CD45+ dentro de los tumores [206]. Sin embargo, no se ha estudiado el 
papel que desempeñan HIF, VEGF y CXCL12 derivados de los fibroblastos en el 
reclutamiento de células mieloides y la inducción de angiogénesis en la membrana 



















1. Analizar los cambios cuantitativos en el componente fibroblástico del estroma 
sinovial en la artritis reumatoide, comparada con la artrosis y la sinovial normal, 
su relación con variables clínico-patológicas y sus cambios en respuesta a la 
terapia anti-TNF-α 
 
2. Analizar los cambios en la densidad y estructura vascular en la sinovial 
reumatoide y artrósica, comparadas con la normal, su relación con variables 
clínico-patológicas y sus cambios en respuesta a la terapia anti-TNF-α. 
 
3. Estudiar la capacidad intrínseca de los fibroblastos sinoviales inflamatorios 
(reumatoides o artrósicos) y controles no inflamatorios de inducir reclutamiento 
celular y angiogénesis en un modelo animal (implantes a ratones 
inmunodeficientes). 
 
4. Estudiar en cultivos celulares y en el modelo animal los factores moleculares 













III. MATERIALES Y MÉTODOS 
 
  
Materiales y Métodos 
1 PACIENTES 
Un grupo de muestras de tejido sinovial se obtuvieron de pacientes con AR 
diagnosticada en base a los criterios de AR del American College of Rheumatology 
(ACR), la asociación americana de reumatismo [207], o de pacientes con artrosis, en el 
momento de ser intervenidos mediante sustitución protésica de cadera o de rodilla. Las 
muestras de tejido sinovial control se obtuvieron de donantes sanos sin historia de 
enfermedad articular, cuyas biopsias se examinaron histológicamente para confirmar la 
ausencia de infiltrado inflamatorio. Dependiendo de la finalidad de la muestras, una 
parte de las biopsias fue usada para obtener fibroblastos en cultivo y el resto fue fijado, 
bien en una solución de formalina 10% que posteriormente se incluyó en parafina o bien 
se congeló con nitrógeno líquido tras incluirse en OCT (optimal cutting temperature; 
Powys, Reino Unido). 
Otro grupo de biopsias se obtuvieron por artroscopia en colaboración con la Unidad 
de Artritis del Hospital Clinic de Barcelona, IDIBAPS (Dr Juan de Dios Cañete). Para 
estudiar la expansión de los fibroblastos o hiperplasia sinovial se usaron muestras de 48 
pacientes (Tabla III.1). El análisis de los cambios vasculares en la sinovial reumatoide 
se hizo a partir de las biopsias de 82 pacientes (Tabla III.1). Todos los pacientes tenían 
la enfermedad activa caracterizada por inflamación en al menos una rodilla. De cada 
paciente se obtuvo información sobre edad, sexo, duración enfermedad, DAS28 (28-
joint Disease Activity Score), proteína C reactiva (PCR), tasa de sedimentación de 
eritrocitos, presencia de factor reumatoide IgM (Positivo > 30 UI/ml, Inmunoscan, 
Estocolmo, Suiza), y la presencia de erosiones. De este grupo, se rebiopsió por 
artroscopia a los 10+2 meses a un subgrupo de 25 pacientes que comenzaron una terapia 
anti-TNF-α (etanercept, adalimumab o infliximab) tras la primera biopsia por tener 
enfermedad activa resistente a una terapia previa con DMARD (Disease-Modifying 
Antirheumatic Drug) (Tabla III.2). Todos estos pacientes también recibieron terapia con 
metotrexato (7,5-20mg/semana) y un 60% prednisona a dosis bajas.  
Todos los pacientes dieron su consentimiento informado y el estudio fue aprobado por 
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Tabla III.1 Datos clinico-patológicos de los pacientes con AR incluidos en cada 
estudio 
Variables Hiperplasia Sinovial (n=48) 
Vascularidad Sinovial 
(n=82) 
Edad (años) 57±11 58±13 
Mujeres (%) 65% 68% 
Duración AR (meses) 76±104 83±100 
DAS28 5,5±1,4 5,1±1,4 
PCR (mg/dl) 4,26±3,46 4,02±3,43 
Erosión (%) 63% 67% 
Autoanticuerpos-positivos † (%) 71% 71% 
CD3+ T (células/mm2) 











Datos de los pacientes con AR tomados en el momento de la biopsia. DAS28: valor de 
actividad del la enfermedad, PCR: proteína C reactiva, LN: neogénesis linfoide. (†) 
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DAS28 6,0±1,4 3,9±1,9 <0,0001 -0,5±0,7 3,2±1,8 
PCR mg/dl 4,8±3,5 1,6±2,0 0,0004 1,0±4,1 4,2±3,6 
CD3/mm2 823±88 478±83 0,0064 202±398 400±698 
CD20/mm2 322±59 220±54 NS 219±245 56±411 
CD68/mm2 324±38 192±31 0,0091 53±180 163±195 
Los cambios obtenidos por la terapia con anti-TNF-α se analizaron con el test Wilcoxon para 
datos pareados (basales versus post-terapia). # Δ Disminución absoluta de los niveles basales en 
pacientes con buena o moderada respuesta EULAR (respondedores) a la terapia con anti-TNF-α y 
de los no-respondedores. 
2 CULTIVOS CELULARES 
Los cultivos de fibroblastos se establecieron a partir del crecimiento de explantes con 
medio DMEM (Dulbecco’s modified Eagle’s medium) con un contenido de glucosa del 
4.5 g/L (Lonza, Viviers, Bélgica), y suplementado con 20 mM de glutamina (Invitrogen, 
Piesley, Reino Unido), una mezcla de antibióticos que contenía 50 U/ml de penicilina y 
50 μg/ml estreptomicina (Lonza) y con un 10% de suero fetal bovino inactivado por 
calor (Lonza). Los cultivos se mantuvieron a 37 ºC en una atmósfera controlada con 5% 
CO2 y 21% de O2 (normoxia). Para los experimentos en condiciones de hipoxia, los 
fibroblastos se cultivaron con una presión parcial de O2 de 0,5 % en un incubador bajo 
condiciones anaeróbicas controladas (CO2/N2). En otras ocasiones se simuló la hipoxia 
químicamente tratando los cultivos con cloruro de cobalto (CoCl2) 300 μM durante 4 
horas. Todos los experimentos se llevaron a cabo cuando los cultivos se encontraban 
entre los pases tercero y noveno. 
Se cultivaron células HEK293T (línea celular humana de riñón con morfología 
epitelial) que fueron usadas como células empaquetadoras en los experimentos de 
transducción. El medio y las condiciones de cultivo fueron las mismas que con los 
fibroblastos. 
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3 MÉTODOS HISTOLÓGICOS 
3.1 Histología 
Se realizaron estudios histológicos, inmunohistoquímicos y de inmunofluorescencia 
de las biopsias incluidas en parafina o en OCT.  
Los tejidos parafinados se cortaron en un microtomo a 4 μm y se montaron en 
portaobjetos silenizados (Dako, CA, EEUU). Fueron desparafinados a 60 ºC  en un 
termo-bloque (Techne, Cambridge, Reino Unido), y rehidratados con xileno (MERCK, 
Darmastadt, Alemania) 10 minutos y alcoholes (MERCK) seriados (100%, 96%, 70%). 
Para los estudios inmunohistoquímicos o de inmunofluorescencia las muestras se 
calentaron para la recuperación de epítopos en un tampón Tris-EDTA (Sigma, 
Steinheim, Alemania) 1 mM pH 9 con Tween20 (Sigma) al 0,5% durante 20 minutos en 
microondas. Una vez atemperadas las muestras se lavaron con tampón fosfato-salino 
(PBS) (Invitrogen).  
Las muestras congeladas en OCT se cortaron en un criostato a 6 μm y los cortes 
fueron montados en portaobjetos silenizados (Dako). Las muestras se fijaron con 
paraformaldehido (PFA) 4% 10 minutos a 4 ºC y se lavaron con PBS. 
Las tinciones para estudios histológicos, tanto en muestras parafinadas como las 
congeladas, se realizaron con hematoxilina (Vector Laboratories, CA, EEUU) y eosina 
(Sigma-Aldrich, Reino Unido) siguiendo los métodos habituales [208]. 
3.2  Inmunodetección 
Realizados los pasos anteriores e independientemente del tipo de muestra (OCT o 
parafina) se detectaron los antígenos que eran objeto de nuestro estudio mediante 
anticuerpos específicos. La detección de los anticuerpos se llevó a cabo mediante 
inmunoperoxidasa e inmunofluorescencia. 
A. Inmunoperoxidasa 
La detección de los anticuerpos por inmunoperoxidasa se realizó siguiendo el método 
indirecto de avidina-biotina-peroxidasa ABC (Vector). En los tejidos lavados con PBS 
se bloqueó la peroxidasa endógena con una solución de H2O2 (Sigma-Aldrich) al 3% en 
metanol (Lab-Scan, Sowinskiego, Polonia) durante 10 minutos. Después se realizó un 
bloqueo con suero (de la misma especie animal del anticuerpo secundario) durante 30 
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minutos y posteriormente los tejidos se incubaron con el anticuerpo primario adecuado 
(Tabla III.3). Se lavaron con PBS y se incubaron con el anticuerpo secundario anti-IgG 
biotinilado apropiado durante 20 minutos (Tabla III.4). Se prepararon los complejos 
avidina-biotina según el protocolo del producto y con ellos se incubaron las secciones 
durante 30 minutos. Se reveló con el cromógeno diaminobenzidina (DAB) según las 
instrucciones del fabricante. En algunos casos las secciones fueron contrateñidas con 
hematoxilina. Por último, después de deshidratar los tejidos con alcoholes seriados 
(70%, 96%, 100%) y xileno, se montaron con medio Depex (VWR, Poole, Reino 
Unido).  
En todos los experimentos se incluyeron controles negativos en los que se omitió el 
anticuerpo primario. 
B. Inmunofluorescencia 
Las muestras fueron tratadas como se describió en el apartado 3.1. A continuación, las 
secciones se lavaron con PBS y se bloquearon con suero (misma especie del anticuerpo 
secundario) durante 30 minutos, y seguidamente se incubaron con el anticuerpo 
primario adecuado (Tabla III.3). Se lavaron con PBS y se incubaron con el anticuerpo 
secundario específico de isotipo (Tabla III. 2) marcado con Alexa 488 o 594  durante 1 
hora. Los tejidos fueron contrateñidos con DAPI (4’,6-diamidino-2-fenilindol), se 
lavaron con PBS y se montaron con medio FluorSave (Calbiochem, Darmstadt, 
Alemania). 
Se realizaron tinciones por inmunofluorescencia de fibroblastos en cultivo siguiendo 
el protocolo descrito para las muestras de tejidos. 
En todos los experimentos se incluyeron controles negativos en los que se omitió el 
anticuerpo primario. 
C. Obtención y cuantificación de los datos inmunohistoquímicos 
Se fotografió y digitalizó el área total de cada tejido con una cámara Spot RT CCD y 
el software Spot 4.0.4 (Diagnostic Instruments, Michigan, EEUU) sobre un microscopio 
de fluorescencia Zeiss Axioplan-2 (Zeiss, Jena, Alemania). Los datos cuantitativos se 
obtuvieron usando el software Image J (http://rsb.info.nih.gov/ij).  
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El área fibroblástica del lining se ajustó por la longitud (mm) del lining (área del 
lining hsp47-positiva / longitud del lining) y el área fibroblástica del sublining se ajusto 
por área total (área del sublining hsp47-positiva / área total del sublining). 
Tabla III.3. Anticuerpos primarios 
Nombre Células detectadas Clon Isotipo Dilución Casa Comercial 
aSMA Pericitos, 
miofibroblastos, 
células músculo liso 
1A4 Ratón anti-humano 
monoclonal IgG2a 
1:200 Sigma Aldrich, 
Madrid, España 
CD11b-PE Células mieloides M1/70 Rata anti-ratón IgG 1:2000 BD PharMingen, 
CA, EEUU 
CD31 Células endoteliales JC70A Ratón anti-humano 
monoclonal IgG1k 
1:100 Dako, Dinamarca 







CD68 Macrófagos KP1 Ratón anti-humano 
monoclonal IgG1k 
1:100 Dako 




PECAM-1 Células endoteliales M-20 Cabra policlonal IgG 1:200 Santa Cruz,  
CA, EEUU 





aSMA: α-actina de músculo liso, PE: ficoeritrina, hsp47: proteína de choque térmico 47, HIF-
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Tabla III.4. Anticuerpos secundarios 
Isotipo Fluoróforo Dilución Casa Comercial Anticuerpo Reconocido
Cabra anti-ratón IgG Alexa 594 1:1000 
Molecular Probes, 




Cabra anti-ratón IgG1 Alexa 594 1:1000 Molecular Probes Anti-CD45 
Cabra anti-ratón IgG Alexa 488 1:1000 Molecular Probes Anti-Hsp47 
Cabra anti-ratón IgG2a Alexa 488 1:1000 Molecular Probes Anti-aSMA 






Caballo anti-cabra IgG Biotinilado 1:200 Vector Laboratories, Anti-PECAM 
 
4 IMPLANTES DE FIBROBLASTOS HUMANOS EN RATONES 
INMUNODEFICIENTES 
Se realizaron implantes que contenían 0,5 x 106 fibroblastos en 500 μl de matrigel 
(BD Biosciences, CA, EEUU) previamente descongelado a 4ºC. Los implantes se 
inyectaron subcutáneamente en la espalda de ratones hembra atímicos Nude-Foxn1nu de 
2 meses de edad (Harlan-Ibérica, Barcelona, España). En algunos casos se administró a 
los ratones 300 μg de bicyclam AMD3100 (Sigma-Aldrich Química), el antagonista 
específico del receptor CXCR4, cada 24 horas por vía intraperitoneal (IP); o una dosis 
(5 mg/Kg) del anticuerpo monoclonal anti-VEGF humano bevacizumab (Roche Farma 
S.A., Madrid, España) por vía IP simultáneamente al implante de fibroblastos. En otros 
casos se incorporó quetomina (Alexis Biochemicals, San Diego, CA), una pequeña 
molécula inhibidora de las interacciones entre HIF y el cofactor transcripcional p300. 
La quetomina se incorporó a una dosis de 10 nM en el matrigel junto con la suspensión 
de fibroblastos y en los ratones control se añadió la misma cantidad del vehículo control 
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o DMSO (dimetil sulfóxido; Sigma Aldrich). Después de 7 días, tras sacrificar los 
animales se extirpó la piel que contenía el implante de matrigel. 
Las muestras de matrigel fueron congeladas en nitrógeno líquido incluidas en OCT y 
se procesaron como se describió en el apartado 3.1. Se examinaron por tinción con 
hematoxilina y eosina y mediante estudios inmunohistoquímicos. Se realizaron 
marcajes inmunofluorescentes o por inmunoperoxidasa con los anticuerpos anti-
PECAM y anti-aSMA. Se usaron anticuerpos secundarios, bien biotinilados o marcados 
con Alexa 488. Además, se realizó un marcaje directo con el anticuerpo anti-CD11b-
ficoeritrina. Las muestras se contratiñeron como se explicó anteriormente. Los datos 
cuantitativos se obtuvieron contando el número de células (núcleos DAPI positivos) por 
área en imágenes digitalizadas cubriendo el área de matrigel completo y usando el 
software Image J. 
 
5 TRANSDUCCIÓN DE FIBROBLASTOS CON PARTÍCULAS LENTIVIRALES 
5.1 Vectores lentivirales utilizados 
1) siRNA-HIF-1α (pLSLP-shRNA-HIF-1α): contiene la secuencia del RNA de 
interferencia de HIF-1α. Se obtuvo como se describió previamente [209]. 
2) Control: lleva la secuencia siRNA-HIF-1α con las bases aleatoriamente 
ordenadas. Está incluido en un vector lentiviral pRNAT-U6.2 (GenScript, NJ, 
EEUU). 
3) pRRL.eGFP: plásmido de expresión de la proteína verde fluorescente (GFP). 
4) pRSV-Rev: lleva el cDNA del gen Rev bajo el promotor transcripcional del 
virus sincitial respiratorio (RSV). 
5) pMDLgag/pol-RRE: contiene el elemento de respuesta a Rev (RRE). La 
interacción de Rev con RRE regula la exportación del mRNA al citoplasma y 
favorece la producción de proteínas virales. Este plásmido también lleva 
cDNA codificante de proteínas estructurales y de las enzimas 
retrotranscriptasa, integrasa y RNAsa H (Gag-Pol). 
6) pMD2-VSVg: vector que lleva la secuencia de la envuelta del virus.  
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5.2 Transfección de células HEK293T por precipitación con CaCl2 
Las células empaquetadoras HEK293T al 30-40% de confluencia fueron incubadas 
con medio de cultivo fresco 3-4 horas antes de la transfección. Se preparó una solución 
de transfección que contenía CaCl2 2 M y los plásmidos de los vectores pMDLgag/pol-
RRE 14,625 μg, pRSV-Rev 5,625 μg, pMD2-VSVg 7,875 μg y el vector de 
transferencia correspondiente: pRRL.eGFP o los vectores lentivirales con la secuencia 
del siRNA-HIF-1α o la secuencia control. Esta solución se añadió gota a gota sobre el 
tampón de transfección HBS 2X pH 7 (50 mM Hepes, 280 Mm NaCl, 1,5 mM 
Na2HPO4). La mezcla preincubada 15 minutos a temperatura ambiente se añadió sobre 
cada cultivo (1/5 del volumen total del medio). A las 24 horas se cambio el medio de 
cultivo y a las 48 horas se determinó la eficacia de transfección mediante la observación 
microscópica del porcentaje de células GFP-positivas (GFP+). También, a las 48 horas 
se recogieron los sobrenadantes que contenían las partículas lentivirales y se 
conservaron a -80 ºC. 
5.3 Transducción de fibroblastos con lentivirus 
Los sobrenadantes recogidos 48 horas después de la transfección, se centrifugaron y 
se filtraron con un filtro de 0,45 μm. Para transducir los fibroblastos se usó una dilución 
1:10 de los sobrenadantes. La expresión de GFP de los fibroblastos en cultivo fue 
directamente examinada por microscopía de fluorescencia. La eficiencia del 
silenciamiento de HIF-1α se comprobó por Western blot y por qPCR (reacción en 
cadena de la polimerasa cuantitativa) en tiempo real. Con este objetivo, los fibroblastos 
transducidos fueron incubados a 37 ºC y expuestos a una atmósfera de 0,5% O2 22 horas 
o tratados con 300 μM de CoCl2 durante 4 horas. Seguidamente se obtuvieron los pellets 
de los cultivos a los que se añadió Trizol (Invitrogen) para obtener RNA o un tampón de 
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6 WESTERN BLOT 
La proteína total de los fibroblastos en cultivo fue extraída con un tampón de lisis en 
hielo que contenía Tris HCl pH 8,1 10 nM, EDTA 1 mM, NaCl 150 nM, dodecil sulfato 
sódico (SDS) 0,1%, y suplementado con los inhibidores de proteasas leupeptina 10 
μg/ml, aprotinina 10 μg/ml, pepstatina-A 2 μg/ml y PMSF 0,5 mM (Sigma).  
En un gel de acrilamida al 10% se separaron mediante electroforesis 30 μg de 
proteínas que posteriormente se transfirieron a membranas de PVDF (GE Healthcare, 
EEUU) mediante transferencia húmeda a 100 V durante 1 hora. Después de bloquear 
durante 2 horas con leche en polvo desnatada al 5% en TBS-T (tampón de Tris pH 7,6 
20 mM, 137 mM NaCl y Tween-20), las membranas se incubaron a lo largo de la noche 
a 4 ºC con el anticuerpo primario específico anti-HIF-1α (clon 54/Hif-1 BD 
PharMingen) diluido 1:400 en una solución de TBS-T con 0,5% de leche desnatada o el 
anticuerpo anti-β-actina (clon AC-15, Sigma) diluido 1:6000 en la misma solución. Las 
membranas se lavaron con TBS y se incubaron con el anticuerpo secundario policlonal 
IgG anti-ratón conjugado con peroxidasa (Santa Cruz)  diluido 1:3000. Las bandas se 
visualizaron mediante quimioluminiscencia (Pierce, IL, EEUU) y se analizaron por 
densitometría con el equipo ChemiDoc (BioRad, CA, EEUU). 
 
7 PCR CUANTITATIVA A TIEMPO REAL  
A partir de los pellet celulares en Trizol se extrajo RNA total según las instrucciones 
del producto, y 1 μg se usó para obtener DNA complementario mediante el kit High 
capacity cDNA Reverse Transcription (Applied Biosystem; CA, EEUU). La qPCR se 
llevó a cabo en un termociclador Roche Light Cycler utilizando SYBR Green PCR 
Master Mix (Roche Diagnostics, Mannheim, Alemania) de acuerdo con las 
recomendaciones del fabricante. Se usaron las siguientes secuencias de 
oligonucleótidos: para CXCL12, directo 5´-TCTGAGAGCTCGCTTGAGTG-3´ y 
reverso 5´-GTGGATCGCATCT-ATGCATG-3´; para VEGF, directo 5´-GGTGAAGT 
TCATGGATGTCT-3´ y reverso 5´ GCT-GTAGGAAGCTCATCTCT-3´; y para β-
actina, directo 5´-CTACCTCATGAAGATCCTCAC-3´ y reverso 5´-GTCCACGTCA 
CACTTCATGATG-3´. Se realizó una cuantificación relativa en la que se comparó la 
cantidad de mRNA normalizado con la expresión del gen endógeno β-actina usando la 
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fórmula  2-∆∆Ct, donde Ct es la media de ciclos a la cual la amplificación del producto de 
la qPCR es inicialmente detectado. 
 
8 ANÁLISIS ESTADÍSTICO 
En el estudio estadístico se empleó el programa GraphPad Prism version 4.00. Para la 
comparación de medias entre dos variables con distribución normal, se usó el test de la t 
de Student y para las variables con distribución no normal se utilizó el test de rangos de 
Wilcoxon (datos pareados) o el test de Mann Whitney U (datos independientes). La 
comparación de medias entre más de dos grupos se analizó por ANOVA (test de 
Kruskall Wallys). La correlación entre variables se analizó mediante el test de 
Spearman (distribución no normal) o por el test de Pearson (ditribución normal). Se 


















1 EXPANSIÓN DE LOS FIBROBLASTOS EN LA SINOVIAL REUMATOIDE 
Se ha propuesto que la hiperplasia de los fibroblastos sinoviales contribuye a la 
patogénesis de la AR, pero no se dispone de información precisa sobre sus cambios 
cuantitativos en paralelo al desarrollo de la enfermedad. Esto es debido principalmente a la 
falta de marcadores cuantitativos adecuados. 
1.1 Validación de hsp47 como marcador específico de fibroblastos sinoviales. 
En otros tipos de fibroblastos se ha demostrado la expresión específica de la chaperona 
hsp47 de forma constitutiva e independiente de su estado de activación [71-72]. Con objeto 
de confirmar hsp47 como marcador de los fibroblastos sinoviales se realizó una tinción por 
inmunofluorescencia con el anticuerpo anti-hsp47 en fibroblastos en cultivo de pacientes 
con AR y de controles sanos. Se detectó que el 100% de los fibroblastos mostraban un 
marcaje uniforme, y localizado en un área citoplasmática morfológicamente compatible con 









Figura IV.1. Expresión de hsp47 en fibroblastos  sinoviales en cultivo. Fibroblastos de un 
paciente con AR y de un control sano marcados con el anticuerpo hsp47 (rojo). El panel de la 







Para validar hsp47 como marcador específico de los fibroblastos se realizó una detección 
inmunohistoquímica en una serie de tejidos sinoviales de pacientes con AR, OA y de 
controles sanos. En todos los tejidos sinoviales el marcaje de hsp47 mostró un patrón 
celular específico que incluía numerosas células del lining, células con morfología 
fibroblástica del sublining y algunas células situadas alrededor de los vasos sanguíneos 
(Figura IV.2). Los infiltrados de células mononucleares fueron hsp47-negativos. 
El doble marcaje para CD68 (macrófagos) y hsp47 no detectó colocalización (Figura 
IV.2b), confirmando estudios previos [71]. El doble marcaje con el marcador pan-
leucocitario CD45 y hsp47 mostró que ambos marcadores son mutuamente excluyentes 
(Figura IV.2c y d). 
Para una mejor identificación de las células perivasculares hsp47-positivas (hsp47+), se 
realizó un doble marcaje con el anticuerpo para CE con anti-CD31 (Figura IV.3a). No se 
detectó colocalización entre los dos marcadores, confirmando que estas células son pericitos 
o fibroblastos perivasculares y no CE. Además, estas células perivasculares coexpresan 
hsp47 y el marcador de pericitos y miofibroblastos aSMA (Figura IV.3c). En los vasos de 
mayor calibre de las zonas más profundas los fibroblastos perivasculares, pero no las 
células musculares lisas (también aSMA+), fueron hsp47+.  
Por lo tanto hsp47 es un marcador específico de fibroblastos sinoviales que incluye: 
fibroblastos del lining, fibroblastos intersticiales del sublining y fibroblastos perivasculares 













































Figura IV.2. Validación de hsp47 como marcador específico de fibroblastos sinoviales. 
(a) Detección inmunohistoquímica de hsp47 por inmunoperoxidasa en el tejido sinovial de un 
control sano y de pacientes con OA o AR (contratinción con hematoxilina). (b) Doble marcaje de 
hsp47 (rojo) y CD68 (verde) en tejido sinovial de un paciente con AR. (c, d) Doble marcaje de 
hsp47 (verde) y CD45 (rojo) en tejido sinovial de pacientes con AR. Las flechas señalan la 










































Figura IV.3. Identificación de células hsp47-positivas perivasculares en tejido sinovial. (a) 
Doble marcaje por inmunofluorescencia de hsp47 (verde) y CD31 (rojo). Las flechas señalan 
algunas células hsp47+ perivasculares. (b) Doble marcaje por inmunofluorescencia de aSMA (verde) 
y CD31 (rojo). Las flechas muestran que todas las células aSMA+  son perivasculares (pericitos). (c) 
Doble marcaje de hsp47 (rojo) y aSMA (verde). Las flechas señalan las células Hsp47+ y aSMA+. 





















1.2 Cuantificación del área fibroblástica en tejidos sinoviales 
La distribución de los fibroblastos hsp47+ en los diferentes tejidos sinoviales fue variable. 
En los tejidos de individuos sanos, se observó una sola capa de células que contenía 
fibroblastos alternando con células hsp47-. En los tejidos de pacientes con OA o AR, se 
observó un aumento en la proporción de fibroblastos hsp47+, ordenados en varias capas en 
la zona basal del lining, mientras que las células más superficiales eran frecuentemente 
hsp47- (Figura IV.2a), de forma concordante con descripciones previas respecto a la 
posición relativa en el lining de las células de estirpe macrofágica [210]. 
Mediante análisis de imagen se determinó el área ocupada por los fibroblastos (hsp47+) en 
tejido sinovial de pacientes con AR, OA y controles sanos. El área fibroblástica del lining 
fue significativamente mayor en los tejidos sinoviales de pacientes con OA o AR que en los 
controles sanos, sin encontrarse diferencias significativas entre los grupos de OA y AR 
(Figura IV.4). En los tejidos reumatoides se detectó un aumento significativo del área 
fibroblástica del sublining comparada con los tejidos OA y sano, pero no se detectaron 

























































































Figura IV. 4. Detección y cuantificación del área hsp47-positiva en tejidos sinoviales. Las 
gráficas representan la media ± ES (error estándar) del área fibroblástica hsp47+ en los diferentes 
grupos. Los datos son representativos de 48 pacientes con AR, 14 con OA y 6 individuos sanos. 




1.3 Correlaciones clínico-patológicas de la hiperplasia sinovial 
Para analizar el significado clínico de la expansión fibroblástica en la sinovial reumatoide, 
estudiamos su posible correlación con variables clínico-patológicas relevantes en una 
amplia serie de pacientes con AR (Tabla III.1). 
El aumento del área ocupada por fibroblastos en el lining y sublining fue variable entre 
diferentes individuos con AR que eran también heterogéneos en relación a la duración de la 
enfermedad y a la actividad o severidad de la AR. Por lo tanto, se analizó si la actividad 
inflamatoria clínica (DAS28 y PCR), el infiltrado celular inflamatorio (CD68, CD3, CD20), 
la densidad vascular (CD31) o la duración de la enfermedad correlacionaban con el 
aumento observado del área de fibroblastos del lining o sublining (Tabla IV.1).  
El área fibroblástica del lining correlacionó significativa y positivamente con la densidad 
del infiltrado de macrófagos CD68+ en el sublining, un marcador validado de actividad 
inflamatoria en la AR (Figura IV.5a) [211]. No se encontraron correlaciones 
estadísticamente significativas con el infiltrado de células T o B. 
La actividad clínica DAS28 y la duración de la enfermedad en el momento de la biopsia 
correlacionaron significativamente con el área de fibroblastos del lining (Tabla IV.5). Se 
observó un aumento progresivo del área fibroblástica del lining en paralelo a la duración de 
la enfermedad, detectable desde las fases más tempranas (Figura IV.5a). Para confirmar esta 
correlación se comparó el área fibroblástica del lining entre los grupos con enfermedad 
precoz (<1 año) y tardía (>1 año), confirmándose un aumento significativo (P<0,008) en el 
grupo de enfermedad tardía (Figura IV.5a). 
El área hsp47-positiva del sublining disminuyó significativamente a medida que 
aumentaba la duración de la enfermedad. El área fibroblástica del sublining fue mayor en el 
grupo de enfermedad precoz que en el de enfermedad tardía (Figura IV.5b). Además, el área 
fibroblástica del sublining correlacionó negativamente con la actividad inflamatoria de la 
enfermedad (DAS28) (Tabla IV.1, Figura IV.5). No se hallaron otras correlaciones clínico-
patológicas significativas con el área fibroblástica del sublining. 
No se encontraron diferencias significativas en el área fibroblástica del lining ni del 
sublining en pacientes estratificados por enfermedad erosiva en el momento de la biopsia, o 
por la presencia de autoanticuerpos FR o ACPA (datos no mostrados). 
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Tabla IV.1. Correlaciones clínico-patológicas del área fibroblástica en tejidos de pacientes 
con AR* 
Área Lining hsp47+ Área Sublining hsp47+ 
 
P-valor r P-valor r 
CD3/mm2 0,751 0,05 0,695 0,06 
CD20/mm2 0,890 -0,02 0,675 -0,06 
CD68SL/mm2   0,017 0,38 0,922 0,02 
CD31 vasos/mm2 0,078 0,25 0,662 0,06 
PCR 0,088 0,30 0,089 -0,25 
DAS28 0,039 0,24 0,041 -0,30 
Duración enfermedad (meses) 0,013 0,36 0,003 -0,43 






























































































































































































































































Figura IV.5 Correlación entre el área media fibroblástica del lining o sublining y variables 
clínico-patológicas. Representación gráfica de las correlaciones entre el área fibroblástica hsp47+ 
del lining (a) y del sublining (b) con la duración de la enfermedad, el valor DAS28 y la densidad de 
macrófagos (CD68/mm2). Los datos estadísticos están resumidos en la Tabla IV.1. La media de las 
áreas hsp47 se estratificó por la duración de la enfermedad en meses. (c) El área de fibroblastos del 
lining en enfermedad precoz (<1 año) versus tardía (*P<0,008). El área de fibroblastos del sublining 
en enfermedad precoz versus tardía (*P<0,0001). Datos representativos de 48 pacientes con AR. 
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1.4 Efectos de la terapia anti-TNF-α sobre la hiperplasia de los fibroblastos 
sinoviales 
Los cambios cuantitativos en la expansión de los fibroblastos después del tratamiento con 
anti-TNF-α se analizaron en biopsias secuenciales en un subgrupo de 25 pacientes. En el 
momento de realizarse la segunda biopsia tras el tratamiento (10±2 meses), 7 pacientes no 
habían respondido a la terapia anti-TNF-α, y el resto tenían una respuesta EULAR 
moderada (n=6) o buena (n=12) [212]. En el grupo total (n=25) se observó una mejora 
significativa del valor de actividad DAS28, una disminución significativa de la infiltración 
sinovial por células T y macrófagos, y una reducción no significativa del infiltrado de 
células B después de la terapia. Éstos y otros datos clinicopatológicos han sido descritos 
anteriormente en la Tabla III.2. 
El tratamiento con anti-TNF-α indujo una disminución significativa del área fibroblástica 
del lining pero no del sublining considerando todos los pacientes (n=25) (Figura IV.6). En 
los pacientes respondedores se observó una tendencia hacia una mayor disminución del área 
de fibroblastos del lining en comparación con los no-respondedores pero ésta no alcanzó 
significación estadística (Figura IV.6). No se observaron cambios en los fibroblastos del 
sublining ni en los pacientes respondedores ni en los no-respondedores (Figura IV.6). 
Los análisis de correlaciones entre la disminución de los fibroblastos del lining y otros 
cambios clinicopatológicos mostraron una correlación positiva no estadísticamente 
significativa con la densidad de células T CD3+, B CD20+,de macrófagos CD68+ del 











































































































































Figura IV.6 Cambios en las áreas fibroblásticas del lining y sublining después de la terapia 
con anti-TNF-α. Marcaje por inmunofluorescencia de hsp47 (rojo) en tejido sinovial de un 
paciente con AR tratado con anti-TNF-α (x400, contratinción con DAPI). Las gráficas representan 
datos de 25 pacientes. Pre: biopsia basal; Post: biopsia post-terapia anti-TNF-α. R/NR: grupos de 
pacientes que alcanzaron (R) o no (NR) una respuesta EULAR buena o modera en la segunda 
biopsia. *P<0,03 (test de Student para datos pareados). 
 
 
Tabla IV.2. Correlaciones entre los cambios del área fibroblástica del lining y los cambios 
clinicopatológicos después de la terapia con anti-TNF-α.  
 
 
  Δ Área fibroblástica Lining* 
 P-valor r 
Δ CD3/mm2 0,082 0,35 
Δ CD20/mm2 0,601 0,08 
Δ CD68SL/mm2 0,071 0,36 
Δ CD31 vasos/mm2 0,452 -0,15 
Δ PCR 0,067 0,37 















* Δ Indica la diferencia entre el valor basal menos el valor después del tratamiento. Test de 




2 CAMBIOS VASCULARES EN LA SINOVIAL REUMATOIDE 
Un factor importante en la patogénesis de la AR es la formación de nuevos vasos. En 
otras enfermedades donde se produce un activa angiogénesis se han detectado vasos 
inmaduros que carecen de células periendoteliales. Con el objetivo de estudiar la presencia 
de vasos inmaduros en tejidos sinoviales de pacientes con AR, analizamos la dinámica 
vascular sinovial durante la enfermedad y en respuesta al tratamiento con antagonistas del 
TNF-α. 
2.1 Densidad y estructura vascular en tejidos sinoviales reumatoides 
Para estudiar la organización y densidad vascular en los tejidos sinoviales reumatoides se 
analizó cuantitativamente la estructura vascular pericito/endotelio en una serie de biopsias 
de pacientes con AR, OA y controles sanos.  
Se realizó un doble marcaje de las células del endotelio (CD31+) y de los pericitos 
(aSMA+), y se identificaron y cuantificaron los vasos maduros: CD31+ y cubiertos de 
pericitos (aSMA+), y también los vasos CD31+ sin cubierta de pericitos (aSMA-), 
considerados vasos inmaduros (Figura IV.9a). La mayoría de los tejidos reumatoides 
(66/82) tenían vasos inmaduros en número variable, mientras que en los tejidos artrósicos 
sólo se detectaron en una baja proporción (3/14). En los tejidos sanos no se observó ningún 
vaso inmaduro (0/4) (Tabla IV.3). Los vasos inmaduros del tejido reumatoide eran 
predominantemente de tamaño pequeño, y estaban situados principalmente en la zona del 
sublining, en áreas de abundante infiltración inflamatoria (Figura IV.9a). Al estudiar la 
presencia de vasos inmaduros en distintas áreas (biopsias) de la misma articulación de los 
pacientes se halló una concordancia completa en un 30% de los casos, y parcial (al menos 
en dos pero no en todas las biopsias) en un 53%, mientras que en un 17% sólo una de las 
áreas evaluadas contenía vasos inmaduros. 
Tanto el área CD31+ como el número total de vasos maduros por área estaban aumentados 
significativamente en los tejidos reumatoides comparados con los artrósicos y los normales 
(Tabla IV.3, Figura IV.8). A pesar de que ambas determinaciones no son equivalentes, ya 
que el área marcada depende del número y también del tamaño de los vasos, se confirmó 
una correlación positiva estadísticamente significativa entre los datos adquiridos 
manualmente sobre el número de vasos CD31+ o aSMA+ por área y el área CD31+ o aSMA+ 
analizada digitalmente.  
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Ocasionalmente, en los vasos linfáticos de diferentes tejidos se ha detectado un débil 
marcaje CD31 [213]. Aunque por microscopia de contraste de fase se observaron eritrocitos 
en el lumen de algunos vasos inmaduros (datos no mostrados), para excluir formalmente 
que el posible marcaje con CD31 de algunos vasos linfáticos pudiera explicar la presencia 
de los vasos CD31+ sin cubierta periendotelial (aSMA-), se realizó un doble marcaje con 
CD31 y podoplanina, un marcador específico de vasos linfáticos. La podoplanina fue 
detectada por inmunoperoxidasa debido a la menor sensibilidad del marcaje por 
fluorescencia. Se confirmó que ambos marcajes eran excluyentes, y por lo tanto que los 
vasos CD31+ y aSMA- del tejido sinovial AR eran vasos sanguíneos inmaduros y no 
linfáticos (Figura IV.9b). 










Vasos CD31+ aSMA+/mm2 294±95 74±28 94±44 <0,0001 
Vasos CD31+ aSMA– /mm2 26±27 0,6±1.2 0±0 <0,0001 
Vasos totales/mm2 319±98 74,5±28 94±44 <0,0001 
Tejidos con vasos CD31+ aSMA– 66/82 (80%) 3/14 (21%) 0/4 (0%) <0,0001 
CD31+ aSMA+: Vasos maduros; CD31+ aSMA–: Vasos inmaduros; Vasos totales representa la suma 
de los vasos maduros e inmaduros. * AR versus OA. 
 










































































Figura IV.8. Cuantificación de la vasculatura sinovial de pacientes con AR, OA y controles 
sanos. Representación gráfica de los datos de la Tabla IV.3. CD31+ aSMA+: Vasos maduros; CD31+ 














Figura IV.9. Detección de los vasos sanguíneos maduros e inmaduros en tejido sinovial. (a) 
Doble marcaje inmunofluorescente del endotelio (CD31, rojo) y los pericitos/células de músculo 
liso (aSMA, verde) en un tejido sinovial normal, de un paciente con OA y de un paciente con AR. 
Las flechas señalan vasos inmaduros (CD31+/aSMA-). (b) Doble marcaje de los vasos linfáticos 
detectados por inmunoperoxidasa (podoplanina+) y vasos CD31+ marcados por inmunofluorescencia 
en tejido sinovial reumatoide. Se invirtió la imagen con luz del microscopio y se superpuso con la 
imagen de fluorescencia de CD31 para mostrar la posición de los vasos podoplanina+ (azul, flecha) 
y los CD31+ (rojo, cabeza de flecha). (x400). 
 
2.2 Correlaciones clínico-patológicas de la presencia y densidad de vasos 
inmaduros en tejidos sinoviales reumatoides 
Como se ha señalado anteriormente, los 82 pacientes analizados representaban una 
muestra transversal no seleccionada, y heterogénea en términos de duración de enfermedad 
y características demográficas, clínicas y analíticas.  
Se analizó si determinadas características de la enfermedad, como la duración o diversos 
marcadores de actividad y severidad, correlacionaban con la presencia o abundancia de 
vasos inmaduros en el tejido sinovial (Tabla IV.4). La presencia de vasos inmaduros se 
asoció significativamente con una mayor duración de la enfermedad (101±104 versus 
7,8±3,6 meses; P<0,0001; Tabla IV.4; Figura IV.10a). La densidad de vasos inmaduros 
también correlacionó positiva y significativamente con la duración de la enfermedad 
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(Figura IV.10b). Por el contrario, la densidad de vasos maduros no correlacionó con la 
duración de la enfermedad. En las Figuras IV.10c y IV.10d se muestran los datos de 
densidad de los vasos inmaduros y maduros estratificados por fracciones de duración de la 
enfermedad. 
La actividad media de la enfermedad evaluada por el índice DAS28 fue ligeramente 
mayor en pacientes con vasos inmaduros en la sinovial (Tabla IV.4 y Figura IV.10e), pero 
las diferencias no eran estadísticamente significativas. Como se muestra en la Figura 
IV.10f, la densidad de los vasos inmaduros fue significativamente menor en los grupos con 
baja actividad de la enfermedad frente a los de moderada y alta actividad. Además, la 
densidad de los vasos inmaduros correlacionó positiva y significativamente con el valor 
DAS28 (Figura IV.10h). Por el contrario, la densidad de vasos maduros no correlacionó con 
la actividad de la enfermedad. 
La presencia de enfermedad erosiva en el momento de obtención de las biopsias fue 
mayor en el grupo de pacientes con vasos inmaduros (78% versus 40%; Tabla IV.4, Figura 
IV.10i). Estratificando los distintos grupos por sexo, edad o presencia/ausencia de 
autoanticuerpos FR o ACPA, no se encontraron diferencias significativas con la presencia 
ni con la densidad de vasos inmaduros o maduros (Tabla IV.4). 
Se cuantificó la inflamación de la sinovial como densidad de infiltrado celular de 
macrófagos, células T, células B, y su organización en agregados linfoides caracterizada 
como neogénesis linfoide (LN) como se ha descrito anteriormente [214]. Se analizó la 
correlación entre estos parámetros con la presencia y densidad de vasos inmaduros. Los 
tejidos con vasos inmaduros tenían una mayor densidad de células T CD3+, células B 
CD20+ y macrófagos CD68+ (Tabla IV.4; Figura IV.10j). Se encontró una correlación 
positiva entre la densidad de vasos inmaduros con la densidad de células T (Figura IV.10k) 
pero no con la densidad de macrófagos del sublining. Los tejidos con vasos inmaduros 
presentaban una mayor densidad de células B y de LN pero después de la corrección para 
comparaciones múltiples la diferencia fue no significativa. No se encontró correlación entre 


















Edad (años) 58±13 53±10 59±10 NS 
Mujeres (%) 68% 69% 68% NS 
Duración AR (meses) 83±100 7,8±3,6 101±104 <0,0001 
DAS28 5.1±1.4 4,7±0,8 5,2±1,5 NS 
PCR (mg/dl) 4,02±3,43 3,08±2,92 4.25±3.50 NS 
Erosión (%) 67% 40% 78% 0,0039 
Autoanticuerpos-positivos †  71% 65% 72% NS 
CD3+ T (células/mm2) 
CD20+ B (células/mm2) 























Datos tomados en el momento de la biopsia. Vasos inmaduros: CD31+/aSMA–, DAS28: valor de 
actividad de la enfermedad, PCR: Proteína C reactiva, LN: Neogénesis Linfoide; NS: No 
significativo. * Datos pacientes sin vasos inmaduros versus pacientes con vasos inmaduros.              













































































































































































































































































































































































































































































































































Figura IV.10. Correlaciones clínico-patológicas de los vasos sanguíneos inmaduros en tejidos 
sinoviales de pacientes con AR. Representación gráfica de los datos de (a) duración de la enfermedad, 
(e) valor DAS28, (i) enfermedad erosiva e (j) infiltración celular por CD3, CD20 o CD68 en el tejido 
sinovial agrupado a los pacientes por la presencia (+) o ausencia (-) de vasos inmaduros (CD31+ aSMA-). 
Densidad de los vasos inmaduros (vasos CD31+ aSMA-/mm2) o maduros (vasos CD31+ aSMA+/mm2) en 
pacientes estratificados por (c, d) duración de la enfermedad o (f, g) niveles de actividad (baja: 
DAS28<3,2, moderada 3,2-5,1 o alta >5,1). Se muestran los coeficientes de la correlación por el test de 
Spearman entre la densidad de vasos inmaduros y (b) la duración de la enfermedad, (h) el valor DAS28 o 
(k) el infiltrado CD3 o (l) CD20. *P<0,05; **P<0,01; ***P<0,001.¶ Test de Kruskall Wallys y post-test 






2.3 Efectos de la terapia anti-TNF-α sobre los vasos sanguíneos maduros e 
inmaduros 
Los cambios inducidos por la terapia se analizaron en el subgrupo de 25 pacientes 
rebiopsiados después del tratamiento con anti-TNF-α. Se evaluaron las posibles variaciones 
en la estructura y abundancia de los vasos inmaduros tras el tratamiento, y si estos cambios 
correlacionaban con los cambios clínicos de la enfermedad en respuesta a esta terapia. 
Se observó una disminución estadísticamente significativa en el número de vasos 
inmaduros CD31+/aSMA- por mm2 en las biopsias obtenidas después de la terapia (Tabla 
IV.5). Sin embargo, el número de vasos maduros CD31+/aSMA+ por mm2 no estaba 
modificado significativamente (Tabla IV.5). El área CD31 disminuyó significativamente 
después de la terapia mientras que el área aSMA no se modificó (Tabla IV.5). La 
disminución relativa en la densidad de vasos inmaduros fue mayor en pacientes que 
obtuvieron una mejor respuesta EULAR (P=0,01). En la Tabla IV.5 se muestran los 
cambios clínicos y patológicos de los pacientes respondedores y no-respondedores. 
 





Δ Cambio  
Respondedores*
Vasos CD31+ aSMA-/mm2 52±31 31±27 0,017 -0,4±13 12±16 
Área CD31+ (%) 3,1±1,6 2,5±1,4 0,03 -0,2±2,1 0,9±1,0 
Vasos CD31+ aSMA+/mm2 276±82 321±110 NS -30±25 -8±59 
Área aSMA+ (%) 3,68±1,6 3,60±1,4 NS -0,1±1,9 0,1±1,7 
CD31+ aSMA-; Vasos inmaduros; CD31+ aSMA+; Vasos maduros. Test de Wilcoxon: P-valor de los 
valores basales versus los obtenidos después del tratamiento con anti-TNF-α. * Δ Disminución 
absoluta de los niveles basales en pacientes con buena o moderada respuesta EULAR (respondedores) 





3 FENOTIPO PRO-ANGIOGÉNICO DE LOS FIBROBLASTOS REUMATOIDES 
Los fibroblastos reumatoides son una fuente importante de factores proangiogénicos pero 
su capacidad intrínseca de inducir angiogénesis en ausencia de otros estímulos o tipos 
celulares se desconoce. Para  analizar ésta capacidad se utilizo un modelo de transferencia 
ex vivo de estas células a ratones inmunodeficientes. 
3.1 Inducción de angiogénesis y reclutamiento de células mieloides por fibroblastos 
inflamatorios en ratones inmunodeficientes. 
Para examinar la capacidad intrínseca que poseen los fibroblastos sinoviales inflamatorios 
de inducir angiogénesis y/o reclutamiento celular, se realizaron  implantes de matrigel con 
fibroblastos sinoviales derivados de tejidos inflamatorios (OA y AR) en ratones 
inmunodeficientes mediante inyección subcutánea. Después de 7 días los implantes 
mostraban un denso infiltrado celular y estructuras con morfología vascular con lumen. Sin 
embargo, los implantes de matrigel sin fibroblastos, permanecieron completamente 
acelulares y sin estructuras vasculares (Figura IV.11a). Las estructuras vasculares en los 
implantes de fibroblastos inflamatorios se identificaron como vasos compuestos por células 
endoteliales CD31+ y células perivasculares aSMA+ o pericitos, rodeados de un importante 
infiltrado celular mayoritariamente positivo para el marcador de células mieloides CD11b 
(Figura IV.11b y c).  
Los fibroblastos implantados se pudieron detectar tras la extracción del implante, 
transduciendo previamente dichas células con un lentivirus de expresión de GFP. En los 
cultivos de fibroblastos transducidos se detectó un 90% de células GFP-positivas (GFP+). 
Los fibroblastos GFP+ representaban una pequeña proporción del total de células en el 
implante a los 7 días. Por otra parte, los fibroblastos GFP+ mostraron una distribución 
dispersa y diferente de las estructuras vasculares, descartando así la diferenciación de los 
mismos en endotelio CD31+ (Figura IV.11d). 
La intensidad del infiltrado celular y la densidad vascular fueron variables entre implantes 
de diferentes líneas de fibroblastos pero más reproducible entre distintos implantes con la 
misma línea. La respuesta máxima fue inducida por los grupos de fibroblastos de AR, 
aunque los fibroblastos de OA también  indujeron una respuesta importante. Ambas fueron 
significativamente mayores que las observadas en implantes de fibroblastos de tejido 












Figura IV.11. Análisis de la capacidad de los fibroblastos inflamatorios humanos de inducir 
angiogénesis y reclutar células. (a) Tinción con hematoxilina-eosina de implantes de matrigel 
acelulares (PBS, controles) o con fibroblastos de AR, mostrand estructuras vasculares e infiltrados 
celulares (x100) (b) Las estructuras vasculares se identifican mediante inmunoperoxidasa de las 
células endoteliales (CE) con CD31 y de pericitos con aSMA. (c) Marcaje inmunofluorescente de 
infiltrados perivasculares de células mononucleares mediante el marcador de células mieloides 
CD11b, CD31 y contratinción con DAPI. (d) Panel superior: localización en el matrigel de los 
fibroblastos transducidos con la proteína verde fluorescente (GFP). Panel inferior: fibroblastos sin 
GFP (control). (x400). 
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Figura IV.12. Cuantificación de la infiltración celular y angiogénesis. (a) Inmunomarcaje de los 
vasos CD31+ (verde) en los implantes de matrigel con fibroblastos de AR o sanos (x100, 
contratinción con DAPI). (b) Cuantificación del infiltrado del número de células (núcleos DAPI+) y 
vasos CD31+ sobre imágenes digitalizadas de los implantes de matrigel que contenían fibroblastos 
inflamatorios de 11 pacientes con AR o 9 pacientes con OA o implantes con fibroblastos de 7 
sujetos sanos. Las barras representan la media ± ESM (error estándar de la media). 
Células/campo:*P< 0,05 fibroblsatos de OA o AR versus sanos; vasos/campo:*P< 0,05 fibroblastos 
de AR versus OA o sanos. 
 
3.2 Aumento de la expresión de VEGF por hipoxia en fibroblastos sinoviales. 
Estudios previos en otros modelos han identificado a VEGF y CXCL12 como dos de los 
factores derivados de fibroblastos críticos para la angiogénesis y el reclutamiento de células 
mieloides [9-10]. Para analizar si las diferencias en la angiogénesis o en el reclutamiento de 
células mieloides fueron debidas a diferencias en la expresión de CXCL12 o VEGF entre 
fibroblastos sanos e inflamatorios se cuantificó la expresión de mRNA de CXCL12 y VEGF 
en los distintos grupos de fibroblastos. Se observaron niveles constitutivos de expresión de 
VEGF más elevados en los fibroblastos inflamatorios (AR y OA) comparados con los 
niveles de fibroblastos sanos. Sin embargo, no se observaron diferencias en los niveles de 
expresión de CXCL12 entre los diferentes grupos (Figura IV.13a). Tampoco se detectaron 
diferencias significativas en los niveles de mRNA de CXCL12 y VEGF entre los 
fibroblastos de AR y OA. Por este motivo se utilizaron fibroblastos de pacientes con AR 









































































































































Figura IV.13. Expresión constitutiva e inducible por hipoxia de VEGF y CXCL12, y activación 
de HIF-1α en los fibroblastos inflamatorios. (a) Cuantificación por PCR cuantitativa de la 
expresión de mRNA VEGF y CXCL12 de fibroblastos cultivados en condiciones de normoxia o 
hipoxia (15 horas 0,5% O2). Los resultados se normalizaron con los valores de mRNA de β-actina. 
AR: fibroblastos obtenidos de 11 pacientes con AR; OA: fibroblastos de 9 pacientes con OA; Sanos: 
fibroblastos de 7 sujetos sanos. *P<0,05 AR versus Sanos. Las barras muestran la media ± ESM. (b) 
Acumulación de HIF-1α de fibroblastos de AR en condiciones de hipoxia a diversos tiempos 
analizada por Western blotting. (c) Ratios hipoxia/normoxia de la expresión de VEGF y CXCL12 a 
distintos tiempos de una línea representativa de fibroblastos de AR. 
Los implantes avasculares de matrigel representan un ambiente hipóxico similar al del 
tejido sinovial inflamatorio [11-13]. Para simular estas condiciones en cultivo, se analizó la 
expresión y regulación de HIF-1 α, VEGF y CXCL12 en condiciones de hipoxia en los 
distintos grupos de fibroblastos. En los fibroblastos incubados bajo una atmósfera al 0,5% 
de O2, se detectó una acumulación de HIF-1α similar a la descrita previamente en otras 
células [215]. La acumulación de HIF-1α fue paralela en el tiempo a una potente inducción 
de la expresión de mRNA VEGF (Figura IV.13b y c). Aunque la magnitud de la respuesta a 
hipoxia fue similar en los fibroblastos inflamatorios (AR y OA) y los sanos, la expresión 
absoluta de VEGF fue altamente significativa en los fibroblastos inflamatorios comparados 
con los sanos (Figura IV.13a). Además, se observó que en condiciones de hipoxia los 
niveles del mRNA VEGF de los fibroblastos de pacientes con OA eran ligeramente 
menores al de los fibroblastos de pacientes con AR, aunque en este caso las diferencias no 
eran estadísticamente significativas. CXCL12 fue también inducido por la hipoxia aunque 
en menor medida, y los niveles de expresión absoluta de CXCL12 fueron similares en todos 
los grupos de fibroblastos en hipoxia o normoxia (Figura IV.13). 
Resultados 
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3.3 Inhibición de la angiogénesis y el reclutamiento celular inducido por 
fibroblastos inflamatorios por antagonistas de VEGF o CXCL12. 
Para confirmar la participación de VEGF y CXCL12 producidos por los fibroblastos sobre 
el reclutamiento de células mieloides y la angiogénesis, se analizaron in vivo los efectos de 
sus antagonistas específicos.  
En tumores humanos injertados en ratones se ha demostrado que la neutralización de la 
expresión del VEGF humano (pero no murino) mediante el anticuerpo monoclonal anti-
VEGF humano bevacizumab reduce la angiogénesis [216]. Con una sola inyección IP de 
bevacizumab simultánea al implante de fibroblastos, se observó un fuerte efecto inhibitorio 
reduciéndose significativamente tanto el infiltrado celular como el número de vasos en los 
implantes (Figura IV.14).  
Análogamente, se observó una disminución del infiltrado celular y de la angiogénesis en 
los ratones que recibieron bicyclam AMD3100, el antagonista del receptor CXCR4, por vía 
IP cada 24 horas (Figura IV.14). Por lo tanto, el antagonista de VEGF y el de 
CXCL12/CXCR4 fueron capaces de reducir la infiltración celular y la angiogénesis, 

























Figura IV.14  Disminución de la infiltración celular y de la angiogénesis por los antagonistas 
de VEGF y CXCL12. Se cuantificaron las células (núcleos DAPI+) y los vasos (CD31+) por campo 
de los matrigeles con fibroblastos de pacientes con AR extraídos de ratones a los que se inyectó el 
anticuerpo monoclonal anti-VEGF (aVEGF) o el antagonista de CXCL12 AMD3100 (AMD). Las 
barras muestran los resultados representativos (media ± ESM) de 1 de los 3 experimentos 
independientes realizados, usando 2 líneas diferentes de fibroblastos de pacientes con AR, en grupos 
de al menos 5 ratones. *P< 0,05 versus control sin tratar (CTRL). 
Resultados 
3.4 Inhibición de la angiogénesis y el reclutamiento celular inducido por 
fibroblastos inflamatorios por antagonistas o siRNA de HIF. 
Puesto que los factores derivados de fibroblastos VEGF y CXCL12 contribuyen a la 
infiltración celular y a la angiogénesis mediada por fibroblastos inflamatorios y son 
inducibles por hipoxia [201, 217-218], se decidió investigar por un lado, el efecto del 
bloqueo de la transcripción dependiente de HIF mediante la molécula quetomina y por otro, 
bloquear la expresión de HIF-1α transduciendo los fibroblastos con un lentivirus de 
expresión de siRNA específico del mRNA de HIF [209, 215]. 
El tratamiento de los cultivos de fibroblastos con el antagonista quetomina a 
concentraciones >50 nM provocaba una alta citotoxicidad (datos no mostrados), aunque 
concentraciones más altas han sido citadas como no citotóxicas en otros tipos celulares [21]. 
A una concentración no citotóxica de 10 nM, la quetomina era todavía capaz de suprimir la 
inducción del mRNA de VEGF en respuesta a hipoxia (Figura IV.15a). Se observó una 
disminución del infiltrado celular y de la angiogénesis en los implantes de matrigel que 
contenían fibroblastos AR con 10 nM de quetomina  (Figura IV.15b). De forma similar, el 
bloqueo específico de HIF-1α por transducción lentiviral con siRNA redujo notablemente la 
acumulación de HIF1-α y la expresión de mRNA de VEGF en respuesta a la hipoxia o al 
CoCl2 (Figura IV.15c). Los implantes de fibroblastos de AR transducidos con el siRNA de 
HIF-1α mostraron una disminución significativa tanto del infiltrado celular como de la 






































































































































































Figura IV. 15. Inhibición de la expresión de VEGF inducible por hipoxia y de la infiltración 
celular y angiogénesis en fibroblastos de pacientes con AR utilizando quetomina o inhibiendo 
específicamente HIF-1 con un siRNA de interferencia. (a y b) Se trataron cultivos de fibroblastos 
de pacientes con AR con 10 nM de quetomina (QTM) o el vehículo control, DMSO (0 nM QTM) y 
después se mantuvieron en cultivo en normoxia o hipoxia (0,5% O2). (a) Expresión del mRNA 
VEGF por qPCR y normalizada con la expresión de mRNA de β-actina de una línea representativa 
de fibroblastos. (b) Cuantificación de la infiltración celular (núcleos DAPI+) o de la densidad 
vascular (vasos CD31+) en los implantes de matrigel con los fibroblastos AR tratados con 10 nM  
de quetomina o el vehículo control. (c y d) Los fibroblastos de pacientes AR transducidos con 
siRNA control o siRNA HIF se cultivaron 4 horas con 300 µM de CoCl2 para simular la hipoxia. (c) 
Análisis de la expresión de una línea representativa de fibroblastos del mRNA de VEGF por qPCR 
normalizada con la expresión de mRNA de β-actina y de la expresión de proteína HIF1-α por 
Western blotting. (d) Cuantificación de la infiltración celular o de la densidad vascular en los 
implantes de matrigel con los fibroblastos de pacientes AR transducidos. Las barras en “b” y “d” 
muestran la media ± ESM, resultado de al menos 5 ratones por grupo. Los resultados de “a-d” son 
de 1 experimento representativo de 4 experimentos independientes, cada uno usando una línea 














1 EXPANSIÓN DE LOS FIBROBLASTOS EN LA SINOVIAL REUMATOIDE 
Durante las últimas décadas, numerosos estudios señalan a los fibroblastos como 
componentes celulares activos en la inflamación sinovial y de la destrucción articular 
reumatoide [52-54, 219-221]. La mayoría de estos trabajos estudian los cambios en la 
expresión de diferentes genes y su fenotipo en comparación con fibroblastos normales. 
Estos cambios fenotípicos intentan explicar la transición de los fibroblastos con 
funciones homeostáticas hacia células pro-inflamatorias y con capacidad destructiva. 
Además de estos cambios, se ha descrito tradicionalmente la expansión o hiperplasia 
de estas células en la sinovial reumatoide comparada con tejidos artrósicos o normales. 
Sin embargo, esta descripción se basa en observaciones morfológicas que señalan una 
hiperplasia o aumento en el número de capas del lining en tejidos reumatoides [60, 222]. 
Esta variación del grosor del lining se ha correlacionado con la actividad de la 
enfermedad y puede disminuir después de una terapia efectiva [60, 223-225]. Sin 
embargo, la mayoría de las células de esta área son macrófagos y la reducción puede 
deberse a la disminución de los macrófagos del lining [222, 224]. En el sublining, dónde 
las interacciones entre los linfocitos y las células del estroma parecen importantes [226-
227], no se han descrito cambios en el componente fibroblástico debido a la falta de 
marcadores específicos. 
Nuestro estudio confirma la utilidad del marcaje de la chaperona hsp47 como un buen 
marcador de linaje fibroblástico que permite su cuantificación en el tejido sinovial. Este 
marcador nos ha permitido obtener datos cuantitativos sobre las áreas de fibroblastos del 
lining y del sublining  para poder estudiar correlaciones con los cambios clínicos y 
terapéuticos.  
Nuestro análisis demuestra que ambos grupos de fibroblastos están significativamente 
expandidos incluso en las biopsias de menos de 1 año si se comparan con los tejidos 
sinoviales normales. Sin embargo, hemos encontrado importantes diferencias entre 
ambas subpoblaciones. El área fibroblástica del lining aumenta en paralelo a la duración 
de la enfermedad y correlaciona con una mayor actividad inflamatoria. En cambio los 
fibroblastos del sublining se comportan de forma opuesta. La hiperplasia del lining 
sinovial no es específica de la AR, y fue similar a la observada en tejidos de pacientes 
con OA en estadios avanzados, lo que es consistente con observaciones previas [222]. 
Por el contrario, la hiperplasia de los fibroblastos del sublining es una característica 
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específica de la AR y no se ha observado en tejidos de pacientes con OA. Por lo tanto, 
los fibroblastos del lining y del sublining también parecen seguir una dinámica diferente 
en ambas enfermedades. Estudios previos han demostrado que los marcadores de 
fibroblastos estudiados hasta ahora como cadherina-11, VCAM o DAF (CD55) 
presentan diferencias de expresión entre los fibroblastos del lining y del sublining [63-
64, 67-68]. Esto puede deberse a la expresión inducible de estos marcadores por 
mediadores pro-inflamatorios presentes en la AR como el TNF-α [62, 65-66]. Es posible 
que los fibroblastos del sublining adquieran en la AR un fenotipo similar a los del lining 
o que exista un intercambio entre ambas subpoblaciones, lo que podría explicar la 
proporción inversa de ambos subtipos de fibroblastos observada a lo largo de la 
enfermedad. 
La posibilidad de actuar específicamente sobre los fibroblastos en la AR ha sido 
explorada en modelos animales de inflamación articular, en los que utilizando ratones 
con fibroblastos deficientes en el receptor I del TNF o en la molécula de adhesión 
homotípica cadherina-11, se frena el desarrollo de la artritis [80, 228]. Los fibroblastos 
de los ratones deficientes en cadherina-11, no forman la estructura típica de hiperplasia 
sinovial que se observa en las articulaciones inflamadas. Además, estos fibroblastos 
tienen disminuida la capacidad de migración e invasión del cartílago [80]. Estos 
resultados son consistentes con la importante contribución de estas células al proceso 
inflamatorio y a la destrucción de la articulación. 
Las terapias biológicas usadas actualmente para el tratamiento de la AR actúan sobre 
las citoquinas inflamatorias o sobre los linfocitos, reduciendo el infiltrado inflamatorio 
sinovial y mejorando significativamente los síntomas. Sin embargo, sus efectos 
indirectos sobre la hiperplasia de fibroblastos no habían sido previamente confirmados, 
posiblemente por las limitaciones en los métodos de detección puramente morfológicos 
anteriormente mencionados [223-225]. Los efectos de los antagonistas de TNF-α son 
particularmente importantes ya que TNF-α, además de ser un factor crítico en la 
respuesta pro-inflamatoria y en la destrucción tisular, es también un factor de 
proliferación y supervivencia para los fibroblastos [48, 219, 228-229]. Nuestros datos 
demuestran una reducción del área fibroblástica del lining, pero no del sublining, en 
respuesta a la terapia anti-TNF-α. Sin embargo, no hemos podido confirmar el 
paralelismo entre este cambio y la respuesta al tratamiento. Esto puede ser por el 
pequeño número de pacientes no-respondedores o por efectos subclínicos de la terapia 
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en estos pacientes. Se ha demostrado que incluso en ausencia de respuesta clínica, el 
tratamiento con anti-TNF-α reduce la progresión de la destrucción articular [230].  
No se conocen los mecanismos que originan la acumulación de los fibroblastos en el 
lining, pero existen dos mecanismos potenciales, no mutuamente excluyentes. Por una 
parte podrían provenir del reclutamiento de células mesenquimales circulantes más o 
menos diferenciadas [47]. Por otra, algunos datos sugieren que existe proliferación local 
o un desequilibrio entre la proliferación y apoptosis en la sinovial reumatoide [48-51].  
La reducción de la hiperplasia del lining después de la terapia podría estar relacionada 
con la disminución de la supervivencia de los fibroblastos o del reclutamiento de 
precursores [228-229]. La proliferación en el lining sinovial es difícil demostrar, se 
detectan pocas células que expresen marcadores del ciclo celular y un número limitado 
de mitosis, lo que sugiere que la síntesis de DNA no es la principal causa de la 
hiperplasia [231]. El ambiente sinovial en la AR puede promover la supervivencia de los 
fibroblastos aumentando su resistencia a la muerte por apoptosis. Sin embargo, no 
hemos podido detectar un aumento en los niveles de apoptosis en los pacientes tratados 
con anti-TNF-α, pero esto puede deberse a los infrecuentes que son los eventos 
apoptóticos en los fibroblastos, en comparación con los infiltrados linfoides o el 
endotelio (datos no presentados). 
Comparativamente con el tejido sinovial normal, la hiperplasia sinovial sigue estando 
significativamente incrementada incluso después de la terapia. El significado clínico de 
la persistencia de la hiperplasia sinovial deberá ser analizado por estudios longitudinales 
adicionales. 
 
2 CAMBIOS VASCULARES EN LA SINOVIAL REUMATOIDE 
La presencia de vasos sanguíneos inmaduros, carentes de envuelta pericitaria, es un 
fenómeno previamente asociado a tumores o al desarrollo de procesos en los que hay 
una angiogénesis muy activa [142, 232]. La inducción de angiogénesis por un exceso de 
VEGF se ha relacionado con este desequilibrio entre el crecimiento de las células 
endoteliales y el desarrollo paralelo de una envuelta de pericitos [144]. En la AR, el 
ambiente hipóxico y la presencia de algunas citoquinas inducen la activación de HIF, un 
mediador transcripcional de la activación de VEGF así como de otros genes pro-
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angiogénicos [123, 146-147, 201]. El exceso de VEGF parece uno de los factores clave 
que podrían explicar el aumento de angiogénesis en los tejidos sinoviales reumatoides 
[120-121, 129, 233-234].  
Nuestras observaciones muestran vasos sanguíneos inmaduros en el tejido inflamatorio 
de AR, lo que representa la primera descripción de esta anormalidad vascular en una 
enfermedad inflamatoria crónica. En un pequeño porcentaje de los tejidos de pacientes 
con OA se detectaron algunos vasos inmaduros, pero estos no se observaron en tejidos 
sinoviales normales. Este dato sugiere que la presencia de vasos inmaduros y de 
angiogéneis activa no son completamente específicos de ésta enfermedad y podrían 
asociarse a la severidad de la inflamación. En la OA, de forma variable puede observarse 
un proceso inflamatorio menos severo, y un aumento del remodelamiento vascular [117-
119]. Un estudio posterior ha confirmado nuestra observación de vasos inmaduros en la 
AR [235]. 
En la AR el aumento de la densidad vascular y la presencia de vasos inmaduros se 
detectó desde fases precoces (<1 año de evolución) pero su densidad aumentó con la 
duración de la enfermedad, siendo máxima en los grupos con erosiones y enfermedad 
activa de larga duración. Además, la correlación significativa entre la infiltración 
sinovial por linfocitos y la formación de vasos inmaduros indican un posible vínculo 
entre ambos procesos.  
En las biopsias de pacientes con AR tomadas después de la terapia con anti-TNF-α, se 
observó una importante depleción de vasos inmaduros, principalmente en los pacientes 
que consiguieron una buena respuesta terapéutica. Por otra parte, el aumento en la 
densidad de vasos maduros en los tejidos reumatoides parece estar presente desde fases 
tempranas y es menos susceptible a cambios. Después de la terapia con anti-TNF-α, no 
se observaron cambios en la densidad de vasos maduros paralelos a los observados en 
los vasos inmaduros. De esta forma, sólo el área CD31+, y no el área aSMA+, disminuyó 
con la terapia anti-TNF-α. Estos datos junto con observaciones previas realizadas sobre 
los efectos de la terapia en marcadores de angiogénesis locales o sistémicos, sugieren 
que la terapia efectiva detiene la angiogénesis activa pero tiene poco efecto sobre los 
vasos maduros [123, 150-151].  
En los pacientes más refractarios es posible que la acción de la terapia anti-TNF-α sea 
insuficiente para modificar el desarrollo de nuevos vasos o de vasos inmaduros. Su 
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persistencia después de la mejoría de la inflamación clínica podría ser un factor de 
cronicidad y de daño articular [152-154]. Hasta ahora no se ha estudiado si existe alguna 
relación entre la señal vascular observada por técnicas de imagen como la ecografía 
doppler y la presencia de vasos inmaduros o la densidad vascular total. Por lo tanto, para 
evaluar la contribución de la persistencia de los vasos inmaduros y/o maduros al 
progreso de la enfermedad será necesario realizar estudios histológicos y de imagen en 
paralelo. 
En cáncer, se ha observado que las terapias anti-angiogénicas con anti-VEGF inducen 
cambios selectivos en la fracción vascular inmadura tumoral, un proceso denominado 
“normalización vascular”, en el cual los vasos inmaduros desaparecen [142, 145]. Estos 
datos son consistentes con la diferente sensibilidad a la deprivación de VEGF de vasos 
maduros o inmaduros. Mientras el VEGF es necesario para la formación de nuevos 
vasos, éste factor es prescindible para la supervivencia de la red vascular madura [142]. 
La disminución en los niveles de VEGF, indirectamente inducida por la terapia anti-
TNF-α en la AR [123, 148-149], podría relacionarse por tanto con la normalización 
vascular aquí observada más que a una reducción de la vasculatura global como se había 
sugerido [236]. Es posible por tanto que los antagonistas de VEGF tampoco sean activos 
sobre la mayor parte de la vasculatura sinovial. En un modelo animal de angiogénesis 
inflamatoria de las vías respiratorias, se han identificado efectos angiogénicos de TNF-α 
independientes de VEGF, sugiriendo la existencia de otros mediadores alternativos que 
podrían también estar relacionados con la disminución de la angiogénesis inflamatoria 
inducida por el bloqueo del TNF-α [237]. 
Aunque la reducción de los vasos inmaduros ocurrió preferentemente en los pacientes 
que respondieron a la terapia anti-TNF-α, los efectos pleiotrópicos de esta intervención 
no permiten especular sobre el posible papel de la eliminación de estos vasos inmaduros 
en tal respuesta. En el cáncer, los vasos inmaduros están asociados a un aumento de la 
permeabilidad y una mayor presión del fluido intersticial, lo que disminuye la perfusión 
de los tejidos y el acceso de los fármacos, y modifica el patrón de células inflamatorias 
[141-143, 238]. 
El papel de los vasos inmaduros en la inflamación sólo se había explorado en un 
modelo murino de inflamación de la vía respiratoria inducido por Micoplasma [239]. En 
este modelo, la presencia de vasos inmaduros está directamente relacionada con una 
mayor infiltración leucocitaria y una mayor expresión de citoquinas pro-inflamatorias. 
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Para conocer el potencial de futuras intervenciones específicas anti-angiogénicas en la 
AR, será necesario estudiar la contribución específica de los vasos inmaduros. 
 
3 FENOTIPO PRO-ANGIOGÉNICO DE LOS FIBROBLASTOS REUMATOIDES  
Los fibroblastos son las células residentes más abundantes de la sinovial reumatoide. 
En diversos trabajos se ha sugerido que los fibroblastos de la AR adquieren un fenotipo 
anormal y heredable, que incluye una mayor capacidad de invadir y destruir cartílago, y 
una expresión alterada de citoquinas y quimioquinas [220, 240-241]. Sin embargo, las 
condiciones de cultivo de los tejidos pueden modificar significativamente la expresión 
genética y el fenotipo de los fibroblastos, en concreto la concentración de oxígeno es 
muy diferente a la de los tejidos sinoviales in vivo, donde hay un ambiente hipóxico. 
Nuestros resultados demuestran que los fibroblastos de la AR bajo condiciones de 
hipoxia ex vivo y en ausencia de estímulos adicionales, inducen el reclutamiento de 
células mieloides y el desarrollo de vasos sanguíneos, una capacidad previamente 
observada en el estroma del cáncer y que tiene amplias implicaciones en la perpetuación 
de la inflamación crónica [204, 242-243]. 
Se han encontrado múltiples factores quimiotácticos sobreexpresados por los 
fibroblastos inflamatorios, lo que podría contribuir al reclutamiento de leucocitos [241, 
244]. El aumento en la expresión de VEGF explicaría parcialmente el fenotipo pro-
angiogénico observado en los fibroblastos. El marcado efecto del antagonista de VEGF 
en la angiogénesis y el reclutamiento de células mieloides confirma la relevancia local 
de este factor en ambos procesos. En la AR, los niveles locales y sistémicos de VEGF 
están incrementados, y durante la respuesta a la terapia se reducen rápidamente [148, 
234, 245]. Sin embargo, no se ha descrito previamente un aumento en la expresión de 
VEGF en los fibroblastos de pacientes con AR en cultivo, posiblemente debido al uso 
como control de fibroblastos de pacientes con OA y no de individuos sanos [201]. 
Ambos grupos de fibroblastos (OA y AR) estaban caracterizados por una capacidad pro-
angiogénica aumentada, que por tanto parece más una respuesta originada en el 
ambiente inflamatorio crónico que un proceso específico de la enfermedad. La OA es 
considerada una enfermedad inflamatoria de menor grado, pero el remodelamiento 




A pesar de que los fibroblastos inflamatorios no expresaron la quimioquina CXCL12 
en exceso, el antagonista de su receptor específico CXCR4 fue capaz de disminuir el 
reclutamiento celular y la angiogénesis. Por lo tanto, los dos factores derivados de 
fibroblastos, VEGF y CXCL12, parecen ser necesarios para el reclutamiento de las 
células mieloides y la angiogénesis. En un modelo transgénico de sobreexpresión 
órgano-específica de VEGF/CXCL12, ambos factores mostraron funciones 
complementarias en el reclutamiento y retención de células mieloides perivasculares, 
componentes necesarios para la respuesta angiogénica [136]. Previamente habíamos 
identificado a CXCL12 como uno de los factores responsables de la actividad 
angiogénica del líquido sinovial de la AR [100]. Aunque los fibroblastos son la fuente 
principal de CXCL12 en la sinovial reumatoide, no hemos encontrado correlación entre 
el aumento de la expresión de CXCL12 y la capacidad pro-angiogénica de los 
fibroblastos inflamatorios [247], lo que es consistente con resultados de estudios 
anteriores [100, 201, 248]. Por lo tanto la diferenciación patológica de los fibroblastos 
parece heterogénea y puede dirigirse hacia un fenotipo pro-angiogénico mediante 
diferentes vías moleculares. 
 
4 FACTORES MOLECULARES IMPLICADOS EN EL FENOTIPO PRO-
ANGIOGÉNICO DE LOS FIBROBLASTOS SINOVIALES INFLAMATORIOS 
Las principales vías biológicas modificadas por la hipoxia en los fibroblastos están 
relacionadas con HIF-1α. En modelos animales de inflamación dónde se eliminó el HIF-
1α de las células del linaje mieloide, se consiguió reducir la infiltración celular 
posiblemente como resultado de cambios metabólicos, limitando la capacidad migratoria 
de las células mieloides [200]. VEGF y CXCL12, dianas transcripcionales de HIF en 
condiciones de hipoxia [218, 249], representan un nexo adicional entre la hipoxia y la 
infiltración por células inflamatorias. Nuestros resultados muestran que la respuesta de 
las células residentes a la hipoxia es también crítica para el reclutamiento de células 
inflamatorias a través de la síntesis de factores quimiotácticos y pro-angiogénicos como 
VEGF. Por lo tanto, eliminando las respuestas mediadas por HIF podríamos revertir 
parcialmente la contribución de los fibroblastos a la perpetuación de la artritis crónica. 
En nuestro modelo, la inhibición de la actividad transcripcional de HIF y de la expresión 




de compuestos dirigidos contra HIF, pero ninguno ha demostrado suficiente 
especificidad [250]. En nuestro modelo experimental, usamos la molécula quetomina 
que es el inhibidor transcripcional de HIF/p300 más potente conocido a concentraciones 
no citotóxicas [251]. No se han evaluado otros efectos o actividades biológicas 
adicionales de este inhibidor específico de la transcripción. 
Los datos actuales muestran que las terapias dirigidas a un único componente celular 
del sistema inmune no son capaces de curar definitivamente la enfermedad. Las terapias 
para la AR están dirigidas contra células T, células B, o citoquinas macrofágicas. Todas 
estas intervenciones disminuyen la actividad de la enfermedad y retardan la destrucción 
articular. Sin embargo, la retirada de las terapias provoca una recaída de la enfermedad 
en todos los casos. En trabajos previos se ha observado una reducción, similar con las 
diferentes terapias, de la infiltración celular linfoide y de los macrófagos en la membrana 
sinovial [214, 252-253]. En este estudio hemos demostrado que además existe una 
reducción significativa, pero no completa, en el área fibroblástica y en la fracción 
vascular inmadura.  
Nuestros datos subrayan la importancia del fibroblasto sinovial en la patogenia de la 
AR debido en parte a su fenotipo pro-angiogénico y a su capacidad de reclutar células 
mieloides. La persistencia de la hiperplasia fibroblástica tras el tratamiento podría 
explicar la progresión y reactivación de la enfermedad que suelen acompañar a la 
suspensión de las terapias. En la AR no hay ninguna terapia disponible específicamente 
dirigida contra los fibroblastos o la respuesta vascular. Eliminar los factores pro-
angiogénicos derivados de los fibroblastos o la respuesta transcripcional de HIF son 
















1. La detección inmunohistoquímica de hsp47 como marcador fibroblástico permite 
realizar estudios cuantitativos de este componente celular en el tejido sinovial 
normal o patológico.  
2. El área fibroblástica del lining sinovial es similar en la AR y en la OA y está 
aumentada comparado con tejidos de controles sanos, pero la hiperplasia 
fibroblástica del sublining sólo se observa en los tejidos de pacientes con AR. 
3. La expansión de los fibroblastos del lining se incrementa paralelamente a la 
actividad y a la progresión de la enfermedad. Los fibroblastos del sublining se 
comportan de forma opuesta. Sólo el área fibroblástica del lining se reduce 
significativamente tras la terapia con antagonistas del TNF-α.  
4. Existe un aumento importante de la vascularización en el tejido sinovial de los 
pacientes con AR en comparación con el tejido sinovial de los pacientes con OA o 
de los controles sanos. En el tejido sinovial de los pacientes con AR se observan 
numerosos vasos inmaduros. Sólo en algún caso se observaron vasos inmaduros en 
tejidos artrósicos y no se observaron en tejidos normales. 
5. En los pacientes con AR, la densidad de vasos inmaduros, pero no la de vasos 
maduros, aumenta con la progresión de la enfermedad. Sólo los vasos inmaduros 
mostraron una reducción en respuesta a la terapia anti-TNF-α. 
6. La inflamación sinovial crónica está asociada a cambios estables en los 
fibroblastos que resultan en una capacidad aumentada de reclutar células mieloides 
y de inducir angiogénesis cuando se implantan en ratones inmunodeficientes. Esta 
capacidad se asocia a una sobreexpresión de VEGF. 
7. La inducción de procesos de reclutamiento mieloide y angiogénesis por los 
fibroblastos sinoviales dependen del eje HIF, VEGF y CXCL12/CXCR4; y la 
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Human Inflammatory Synovial Fibroblasts Induce Enhanced
Myeloid Cell Recruitment and Angiogenesis Through a
Hypoxia-Inducible Transcription Factor 1/Vascular
Endothelial Growth Factor–Mediated Pathway in
Immunodeficient Mice
Manuel J. del Rey, Elena Izquierdo, Sergio Caja, Alicia Usategui, Begon˜a Santiago,
María Galindo, and Jose´ L. Pablos
Objective. Hyperplasia and phenotypic changes in
fibroblasts are often observed in chronic inflammatory
lesions, and yet the autonomous pathogenic contribu-
tion of these changes is uncertain. The purpose of this
study was to analyze the intrinsic ability of fibroblasts
from chronically inflamed synovial tissue to drive cell
recruitment and angiogenesis.
Methods. Fibroblasts from patients with rheuma-
toid arthritis (RA) or osteoarthritis (OA), as well as
fibroblasts from healthy synovial tissue and healthy
skin, were cultured and subcutaneously engrafted into
immunodeficient mice. Cell infiltration and angiogene-
sis were analyzed in the grafts by immunohistochemical
studies. The role of vascular endothelial growth factor
(VEGF), CXCL12, and hypoxia-inducible transcription
factor 1 (HIF-1) in these processes was investigated
using specific antagonists or small interfering RNA
(siRNA)–mediated down-regulation of HIF-1 in fibro-
blasts.
Results. Inflammatory (OA and RA) synovial
fibroblasts, compared with healthy dermal or synovial
tissue fibroblasts, induced a significant enhancement in
myeloid cell infiltration and angiogenesis in immunode-
ficient mice. These activities were associated with in-
creased constitutive and hypoxia-induced expression of
VEGF, but not CXCL12, in inflammatory fibroblasts
compared with healthy fibroblasts. VEGF and CXCL12
antagonists significantly reduced myeloid cell infiltra-
tion and angiogenesis. Furthermore, targeting of
HIF-1 expression by siRNA or of HIF-1 transcrip-
tional activity by the small molecule chetomin in RA
fibroblasts significantly reduced both responses.
Conclusion. These results demonstrate that
chronic synovial inflammation is associated with stable
fibroblast changes that, under hypoxic conditions, are
sufficient to induce inflammatory cell recruitment and
angiogenesis, both of which are processes relevant to the
perpetuation of chronic inflammation.
Fibroblasts are ubiquitous mesenchymal cells
with vital functions during development and adulthood.
They synthesize the extracellular matrix components of
connective tissues needed for homeostasis and repara-
tive responses. During development, interactions be-
tween mesenchymal and other cell lineages are neces-
sary for the formation of many organs, and fibroblasts
are sufficient to provide the positional cues required for
the induction and development of the different tissues
(1,2). In the adult, multiple evidence points to special-
ized fibroblasts as a major force in the regulation of cell
homing, migration, and differentiation of highly dynamic
cell populations, such as cells of the immune system or
the bone marrow (3,4). With regard to the pathologic
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functions of fibroblasts, besides their contribution to
tissue damage or repair, fibroblasts seem to play criti-
cal roles in orchestrating the homing, growth, or func-
tion of other cell types, such as inflammatory or cancer
cells (5–8).
The contribution of a pathologic fibroblast phe-
notype to the development of tumors is widely recog-
nized (7–9). Tumor stroma has the capacity to induce
the recruitment of bone marrow–derived myeloid cells
that, in concert with cancer fibroblasts, induce a strong
angiogenic response fostering tumor growth (8,10).
Hypoxia plays a relevant role in this process through
the activation of hypoxia-inducible transcription factor
(HIF), consistent with the role of HIF as a tumor-
progression factor (11–13). Two important HIF-responsive
fibroblast factors are vascular endothelial growth factor
(VEGF) and the chemokine CXCL12, both of which can
synergize in the recruitment and retention of myeloid
cells, a critical cell element in the angiogenic response of
tumor stroma (11,14).
An important contribution of the hyperplasia of
fibroblasts to chronic inflammation and tissue destruc-
tion has also been proposed, particularly in patients with
rheumatoid arthritis (RA), in whom there is sufficient
evidence to indicate an association between abnormal
fibroblast phenotype and chronic inflammation (15).
The crosstalk between fibroblasts and infiltrating leuko-
cytes seems necessary for arthritis development, such
that specific targeting of synovial fibroblasts is sufficient
to reduce the inflammatory process (16). Furthermore,
tumor necrosis factor receptor I expression by stromal
cells is necessary and sufficient to drive arthritis in
experimental models (17). Macrophage infiltration and
angiogenesis are critical processes in the pathogenesis of
chronic arthritis, and their indirect down-regulation by
different therapies has been demonstrated as an early
and reliable marker of clinical response (18–22). Inflam-
matory stroma in chronic RA mirrors several features of
cancer stroma, including a severely reduced oxygen con-
centration, enhanced macrophage infiltration and angio-
genesis, and a pseudotumoral growth and invasion of
neighboring tissues (23–26). Therefore, we have hypoth-
esized that chronic inflammatory and tumor environ-
ments could similarly favor myeloid cell recruitment and
angiogenesis through phenotypic changes in stromal
fibroblasts (27).
On the basis of this hypothesis, we used engraft-
ment of fibroblasts obtained from patients with chronic
arthritis into immunodeficient mice. Our results demon-
strated that inflammatory fibroblasts display an en-
hanced ability to induce the recruitment of myeloid cells
and angiogenesis, and these changes were correlated
with increased VEGF expression. The process could be
blocked at different levels, including via the inhibition of
the HIF-1/VEGF axis and the chemokine CXCL12.
MATERIALS AND METHODS
Human cells and tissues. Synovial tissue samples were
obtained from 11 patients with RA and 9 patients with
osteoarthritis (OA) at the time of knee prosthetic replacement
surgery, and from 7 adult donors without a history of joint
disease, from whom macroscopically healthy joints were ob-
tained at necropsy or at elective knee arthroscopic surgery for
meniscal tears. Healthy skin was obtained from 4 individuals
during cosmetic surgery procedures. The study was approved
by the Ethics Committee of the Hospital 12 de Octubre, and
the tissue samples were obtained after the subjects had pro-
vided their informed consent. Fibroblast cultures were estab-
lished by explant growth in 10% fetal calf serum/Dulbecco’s
modified Eagle’s medium and used between passages 3 and 9.
Hypoxic cultures (exposed to an atmosphere of 0.5% O2) were
obtained in a cell incubator under controlled anaerobic (CO2/
N2) conditions.
Fibroblast implants in immunodeficient mice. Fibro-
blast implants were prepared by suspension of 0.5  106
fibroblasts in 500 l of Matrigel (BD Biosciences, San Jose,
CA). Matrigel was injected subcutaneously into the back skin
of Athymic Nude-Foxn1nu mice (Harlan-Ibe´rica, Barcelona,
Spain). After 7 days, the skin containing the Matrigel plugs was
excised and snap-frozen. Frozen sections were fixed in 4%
paraformaldehyde and examined by hematoxylin and eosin
staining or used for immunolabeling studies.
Matrigel sections were analyzed by immunofluores-
cence or immunoperoxidase labeling with an anti-CD31 (plate-
let endothelial cell adhesion molecule) antibody (Santa Cruz
Biotechnology, Santa Cruz, CA), anti–-smooth muscle actin
(anti–-SMA) antibody (clone 1A4; Sigma-Aldrich Quı´mica,
Madrid, Spain), or phycoerythrin-labeled anti-CD11b antibody
(clone M1/70; BD PharMingen, San Jose, CA). Sections were
counterstained with 4,6-diamidino-2-phenylindole or hema-
toxylin. Secondary antibodies, either biotinylated (Vector Lab-
oratories, Burlingame, CA) or labeled with Alexa 488 (Invitro-
gen, Eugene, OR), were used. Quantitative data were obtained
by counting the number of CD31-positive blood vessels or the
total number of positively staining cells per area in digitalized
images covering the whole Matrigel area, using ImageJ soft-
ware (http://rsb.info.nih.gov/ij).
Mice were treated by intraperitoneal (IP) administra-
tion of the specific CXCL12/CXCR4 receptor antagonist bicy-
clam AMD3100 (Sigma-Aldrich Quı´mica) or the anti-human
VEGF monoclonal antibody (mAb) bevacizumab (Roche
Farma S.A., Madrid, Spain). The HIF-1 transcriptional an-
tagonist chetomin (Alexis Biochemicals, San Diego, CA) was
incorporated into the Matrigel matrix prior to the suspension
of fibroblasts.
Transduction of fibroblasts with lentiviral–green flu-
orescent protein (GFP) and lentiviral–small interfering RNA
(siRNA). To track the fibroblasts implanted into the excised
Matrigel plug sections, fibroblasts were first transduced with
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GFP-expressing lentiviral particles, obtained by cotransfection
of 293T cells with pRRL.eGFP transfer vector, pMDLgag/
pol-RRE, pRSV-Rev packaging vectors, and pMD2-VSVg
envelope vector (28). Supernatants were harvested 48 hours
after transfection, filtrated through a 0.45-m filter, and
directly used for fibroblast transduction. GFP expression was
directly examined by fluorescence microscopy of fibroblast
cultures before incorporation of the fibroblasts into the Ma-
trigel implants.
HIF-1–targeting siRNA, as previously described (29),
and a control siRNA containing the same scrambled sequence
were cloned on a pRNAT lentiviral transfer vector (GenScript,
Piscataway, NJ). The efficiency of HIF-1 targeting was
checked by Western blotting with specific HIF-1 antibodies
(BD PharMingen) and by quantitative reverse transcription–
polymerase chain reaction (RT-PCR) for VEGF messenger
RNA (mRNA) expression in fibroblasts exposed to an atmo-
sphere of 0.5% O2 or treated with 300 M CoCl2.
Real-time quantitative RT-PCR. Total RNA was
extracted, and 1 g was used for first-strand complementary
DNA synthesis. Quantitative PCR analysis was performed
on a Roche LightCycler instrument using SYBR Green PCR
Master Mix (Roche Diagnostics, Mannheim, Germany) ac-
cording to the manufacturer’s recommendations. The fol-
lowing sequences of primers were used: for CXCL12, sense
5-TCTGAGAGCTCGCTTGAGTG-3 and antisense 5-GT-
GGATCGCATCTATGCATG-3; for VEGF, sense 5-GGTG-
AAGTTCATGGATGTCT-3 and antisense 5-GCTGTAG-
GAAGCTCATCTCT-3; and for -actin, sense 5-CTACCT-
CATGAAGATCCTCAC-3 and antisense 5-GTCCACGT-
CACACTTCATGATG-3. For relative quantification, we
compared the amount of target mRNA normalized to that of
the endogenous reference, using the 2‚‚Ct formula, where Ct
is the mean of the threshold cycle at which the amplification of
the PCR product is initially detected.
Statistical analysis. Data were analyzed using Prism
software (GraphPad Software, San Diego, CA). Either Stu-
dent’s t-test or the Mann-Whitney test was used, as appropri-
ate, to determine statistically significant differences in the
quantitative PCR or histologic data. In all analyses, P values
less than 0.05 were considered significant.
RESULTS
Induction of enhanced myeloid cell recruitment
and angiogenesis by inflammatory fibroblasts in immu-
nodeficient mice. To examine the intrinsic ability of
human inflammatory fibroblasts to induce cell recruit-
Figure 1. Analysis of the capability of human inflammatory fibroblasts to induce myeloid cell infiltration and angiogenesis. Human synovial
fibroblasts from patients with rheumatoid arthritis (RASFs) were subcutaneously implanted into Matrigel plugs and then injected into the back skin
of immunodeficient mice. A, Myeloid cell infiltrates and vessel-like structures in RASF and acellular (control) Matrigel implants were assessed by
hematoxylin and eosin staining. Phosphate buffered saline (PBS) was used as the control. B, Vascular structures in the RASF implants were
identified by immunoperoxidase staining for endothelial cells (ECs) (with CD31) or pericytes (with anti–-smooth mucle actin [aSMA]). C,
Immunofluorescence labeling of perivascular mononuclear cell infiltrates was done using mouse myeloid CD11b (myeloid cell marker), CD31 (EC
marker), and 4,6-diamidino-2-phenylindole (DAPI) counterstaining. D, Localization of RASFs in Matrigel implants was tracked using green
fluorescent protein (GFP) transduction of fibroblasts. (Original magnification  100 in A;  400 in B–D.)
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ment and homing in vivo, we implanted Matrigel plugs
containing synovial fibroblasts derived from human in-
flammatory (OA and RA) synovial tissue by subcutane-
ous injection into immunodeficient mice. After 7 days,
the implants containing inflammatory fibroblasts
showed a dense cellular infiltrate composed of vessel-
like structures, some of which displayed a central lumen
(Figure 1A). In contrast, control Matrigel implants,
which lacked fibroblasts, remained acellular, and no
vascular structures could be identified (Figure 1A).
These structures in the inflammatory fibroblast–derived
implants were identified as mature blood vessels com-
posed of CD31-positive endothelial cells and perivascu-
lar anti–-SMA–positive pericytes, and were surrounded
by a strong perivascular mononuclear cell infiltrate
showing positivity for the mouse CD11b myeloid cell
marker (Figures 1B and C).
Engrafting of implanted fibroblasts was tracked
by transduction of fibroblasts with lentiviral–GFP prior
to engraftment. GFP expression was detectable in90%
of the transduced fibroblasts in tissue culture. GFP-
positive fibroblasts were identified in the Matrigel im-
plants, wherein they represented a low proportion of the
cells. GFP-positive fibroblasts had a scattered distribu-
tion without a blood vessel disposition (Figure 1D) and
did not show colocalization with CD31 immunolabeling,
thus discarding the possibility of differentiation of im-
planted cells into endothelial cells (results not shown).
The extent of cell infiltration and that of angio-
genesis were variable in the Matrigel implants contain-
ing the different fibroblast lines but were more repro-
ducible in different implants of the same line in the
different mice. The maximal responses were induced by
RA fibroblasts, but OA fibroblasts also induced a signif-
icantly increased response compared with fibroblasts
obtained from noninflammatory tissues (healthy skin or
synovial tissue), as shown in Figures 2A and B.
Increased constitutive and hypoxia-induced ex-
pression of VEGF, but not CXCL12, in inflammatory
synovial fibroblasts. Previous studies have identified
VEGF and CXCL12 as 2 fibroblast-derived factors
critical to myeloid cell recruitment and angiogenesis in
other settings (11,14). To analyze whether differences in
the expression of CXCL12 or VEGF account for the
observed differences between healthy and inflammatory
fibroblasts, we quantified VEGF and CXCL12 mRNA
expression in the different groups of fibroblasts. Signif-
icantly higher constitutive VEGF mRNA expression was
observed in inflammatory RA and OA fibroblasts com-
pared with healthy fibroblasts, whereas similar levels of
constitutive CXCL12 mRNA expression were observed
in all groups (Figure 3A). No significant differences in
VEGF or CXCL12 mRNA levels were observed be-
tween OA and RA synovial fibroblasts (Figure 3A). We
therefore used RA synovial fibroblasts in further studies.
Since avascular Matrigel implants represent a
critically hypoxic environment similar to that in inflam-
matory tissue (22–24), we analyzed VEGF expression in
response to hypoxia in the different groups of fibro-
blasts. In fibroblasts incubated under an atmosphere of
0.5% O2, transient cytoplasmic and nuclear accumula-
tion of HIF-1 was observed (Figure 3B), similar to that
reported in other cell types (30). HIF-1 accumulation
Figure 2. Extent of induction of cell infiltration and angiogenesis by
inflammatory fibroblasts. Matrigel implants containing inflammatory
synovial fibroblasts from 11 patients with rheumatoid arthritis
(RASFs) or from 9 patients with osteoarthritis (OASFs), or implants
containing healthy synovial fibroblasts (HSFs) from 7 subjects or
healthy dermal fibroblasts (HDFs) from 4 subjects, were analyzed for
the extent of cell infiltration and angiogenic capacity. A, Representa-
tive results of CD31 immunolabeling of endothelial cell infiltration in
RASF or HSF Matrigel implants are shown (counterstaining with
4,6-diamidino-2-phenylindole [DAPI]; original magnification  100).
B, The numbers of cells with DAPI-positive nuclei (left) and CD31-
positive vessels per high-power field (right) were counted on digi-
talized images using ImageJ software. Bars show the mean and SEM.
  P  0.05 versus HSFs.
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was closely followed by a strong induction of VEGF
mRNA expression (Figure 3C). Although the magnitude
of the response to hypoxia was similar in inflammatory
(RA and OA) synovial fibroblasts and healthy synovial
fibroblasts, the absolute expression of VEGF was also
significantly higher under hypoxic conditions in both RA
and OA synovial fibroblasts compared with healthy
synovial fibroblasts (Figure 3A). A slightly lower level of
VEGF mRNA was detected in hypoxic OA fibroblasts
compared with hypoxic RA fibroblasts, but the differ-
ence was not statistically significant (Figure 3A). Expres-
sion of CXCL12 mRNA showed a detectable, but
weaker, induction by hypoxia (Figure 3C), but the
absolute expression levels of CXCL12 were similar in all
groups of synovial fibroblasts (Figure 3A).
Enhanced angiogenesis has been shown to corre-
late with increased CXCL12 expression and myofibro-
blast differentiation in some tumors (8). Although a low
proportion of myofibroblasts (anti–-SMA–positive
cells) could be demonstrated by immunofluorescence
labeling in some fibroblast cultures, we failed to detect a
correlation between the distribution of anti–-SMA–
positive cells and CXCL12 expression (results not shown),
nor did we detect a correlation between CXCL12 ex-
pression and the angiogenic capacity of the different
fibroblast groups, as shown in Figures 2 and 3.
Inhibition of inflammatory fibroblast–induced
cell infiltration and angiogenesis by VEGF or CXCL12
antagonists. To confirm the roles of VEGF and
CXCL12 derived from inflammatory synovial fibroblasts
in myeloid cell recruitment and angiogenesis, we ana-
lyzed the effect of their specific antagonists in vivo. The
specific anti-human VEGF mAb bevacizumab was used
to neutralize the expression of fibroblast-derived VEGF,
since, at the selected dose, it has been shown to neutral-
ize expression of human, but not mouse, VEGF in hu-
man tumor xenografts in mice (31). A strong inhibitory
effect was achieved by a single IP injection of bevaci-
zumab at a dose of 5 mg/kg at the time of Matrigel
injection. The inhibitory effect included a significant re-
duction in cell infiltration as well as a decrease in the
number of new vessels in the Matrigel implants (Figure 4).
Figure 3. Constitutive and hypoxia-induced expression of vascular endothelial growth factor (VEGF) and CXCL12, and activation of hypoxia-
inducible transcription factor 1 (HIF-1) in inflammatory fibroblasts. A, Synovial fibroblasts from 11 patients with rheumatoid arthritis (RASFs),
9 patients with osteoarthritis (OASFs), and 7 healthy subjects (HSFs) were cultured under normoxic or hypoxic (0.5% O2) conditions. The different
groups of fibroblasts were analyzed by quantitative polymerase chain reaction for the expression of VEGF and CXCL12 mRNA under conditions
of normoxia or after 15 hours of hypoxia, with results normalized to the values for -actin. Bars show the mean and SEM. NS  P not significant.
B, HIF-1 cytoplasmic (C) or nuclear (N) accumulation was analyzed by Western blotting in an RASF line after varying lengths of time under
hypoxic conditions. C, The hypoxia:normoxia ratios of VEGF mRNA expression and CXCL12 mRNA expression after varying lengths of time under
hypoxia were analyzed; representative results from a single RASF line are shown.
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Similarly, in mice treated with the CXCR4 recep-
tor antagonist bicyclam AMD3100 by daily IP injection
of 300 g, a significant reduction in both cell infiltration
and angiogenesis was observed (Figure 4). Therefore,
either the VEGF or CXCL12/CXCR4 antagonist was
sufficient to reduce myeloid cell infiltration and angio-
genesis, supporting the relevance and complementary
roles of both fibroblast factors in this process.
Inhibition of inflammatory fibroblast–induced
cell infiltration and angiogenesis by the HIF transcrip-
tional antagonist and by HIF-targeting siRNA. Since
both fibroblast-derived factors, VEGF and CXCL12,
seemed to contribute to cell infiltration and angio-
genesis and both are inducible by hypoxia (12,13,25),
we investigated the effect of either targeting the HIF-
dependent transcriptional response with the use of
the small molecule chetomin or blocking the expression
of HIF-1 by transduction of fibroblasts with specific
lentiviral-siRNA (29,32).
Treatment of RA fibroblast cultures with the HIF
transcriptional antagonist chetomin induced significant
cytotoxicity at concentrations of 50 nM (results not
shown), although these higher concentrations have been
previously reported to be noncytotoxic in other cell types
(32). At the noncytotoxic concentration of 10 nM, chet-
Figure 4. Decrease in cell infiltration and angiogenesis by vascular
endothelial growth factor (VEGF) and CXCL12 antagonists. Mice
with rheumatoid arthritis synovial fibroblast (RASF) Matrigel im-
plants were treated intraperitoneally (IP) with the VEGF monoclonal
antibody bevacizumab (aVEGF) at a dose of 5 mg/kg or with daily IP
dose injections of 300 g of the CXCL12 antagonist AMD3100. The
numbers of cells with 4,6-diamidino-2-phenylindole–positive nuclei
and CD31-positive vessels per high-power field were counted on
digitalized images using ImageJ software. Bars show the mean and
SEM representative results from 1 of 3 independent experiments using
2 different RASF lines, in at least 5 mice per group.   P  0.05
versus untreated control (CTRL).
Figure 5. Inhibition of hypoxic vascular endothelial growth factor
(VEGF) expression and of cell infiltration and angiogenesis by chet-
omin (CHT) or by small interfering RNA (siRNA) targeting of
hypoxia-inducible transcription factor 1 (HIF-1) in rheumatoid
arthritis synovial fibroblast (RASF) cultures. A and B, RASF cul-
tures were treated with 10 nM chetomin or vehicle control (CTRL) and
then cultured under conditions of normoxia or hypoxia (0.5% O2). A,
The ratio of VEGF mRNA expression under hypoxia to that
under normoxia was analyzed by quantitative polymerase chain reac-
tion (PCR) before and after treatment with chetomin. Representa-
tive results from a single RASF line are shown. B, Cell infiltration
and vessel density were evaluated in the RASF Matrigel implants
treated with vehicle control or 10 nM chetomin. C and D, RASFs
were transduced with control siRNA or HIF-1 siRNA and kept in
cultures treated with 300 M CoCl2. C, HIF-1 protein expression
was analyzed by Western blotting (bottom), and the ratio of VEGF
mRNA expression in HIF-1 siRNA–transduced to control siRNA–
transduced RASFs was analyzed by quantitative PCR (top). Rep-
resentative results from a single RASF line are shown. D, Cell
infiltration and vessel density were evaluated in the Matrigel im-
plants containing RASFs transduced with control or HIF-1 siRNA.
Bars in B and D show the mean and SEM results in at least 5 mice per
group. Results in A–D are representative of 1 of 4 independent
experiments, each using a different RASF line.   P  0.05 versus
control.
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omin was still able to suppress the induction of VEGF
mRNA in response to hypoxia (Figure 5A). In Matrigel
implants containing RA fibroblasts and 10 nM chetomin,
both significantly reduced cell infiltration and signifi-
cantly reduced angiogenesis were observed (Figure 5B).
Similarly, specific targeting of HIF-1 by lentiviral
siRNA transduction of RA fibroblasts was able to re-
duce both HIF-1 accumulation and induction of VEGF
mRNA expression (Figure 5C). Matrigel implants con-
taining HIF-1 siRNA–transduced RA fibroblasts
showed significant reductions in both cell infiltration
and angiogenesis compared with that in control siRNA–
transduced fibroblasts (Figure 5D).
DISCUSSION
The potential contribution of synovial fibroblasts
to chronic inflammation has been long recognized (15–
17). Under the influence of exogenous microbial prod-
ucts, cytokines, or other proinflammatory stimuli, they
can release a variety of mediators, such as cytokines,
chemokines, or matrix metalloproteinases, that contrib-
ute to inflammation and tissue damage. Previous obser-
vations suggest that RA synovial fibroblasts acquire an
abnormal and heritable phenotype, which includes an
enhanced ability to invade and destroy cartilage and a
perturbed expression of cytokines or chemokines (33–
35). Our results show that in the absence of additional
stimuli, and under hypoxic conditions ex vivo, fibroblasts
in the setting of inflammatory arthritis induce the re-
cruitment of myeloid cells and the development of blood
vessels, a capacity previously observed in cancer stroma,
with wide implications in the perpetuation of chronic
inflammation (11,36,37).
Multiple potentially chemotactic factors have
been found to be overexpressed by inflammatory fibro-
blasts, and this could contribute to leukocyte recruit-
ment (35,38). Increased constitutive VEGF expression
partly explains the observed inflammatory fibroblast
phenotype. The strong effect of the VEGF antagonist
not only in angiogenesis but also in myeloid cell recruit-
ment supports the local relevance of this factor as the
prime mover of these processes. Local and systemic
levels of VEGF have been found to be increased in RA,
and plasma VEGF levels are rapidly down-regulated by
effective therapies (18–20). However, increased VEGF
expression has not been described previously in cultured
RA fibroblasts, possibly due to the use of OA fibroblasts,
and not healthy fibroblasts, as controls (25). Interest-
ingly, both OA and RA fibroblasts were characterized by
an enhanced proangiogenic capacity, pointing to the
possibility of a common response occurring in chronic
inflammatory stroma, rather than a disease-specific pro-
cess. OA is considered a milder inflammatory disease,
but significant inflammation and vascular remodeling
also seem to contribute to joint destruction (39,40).
Although CXCL12 was not overexpressed by
inflammatory fibroblasts, the antagonist of its specific
CXCR4 receptor was also able to down-regulate cell
recruitment and angiogenesis. Therefore, both VEGF
and CXCL12 fibroblast-derived factors seem required
for the recruitment of myeloid cells and angiogenesis. In
a transgenic model of organ-specific VEGF/CXCL12
overexpression, both factors have shown complement-
ary roles in the recruitment and retention of perivas-
cular myeloid cells necessary for the angiogenic re-
sponse (14). We have previously identified CXCL12 as
one of the factors responsible for the angiogenic activity
in RA synovial fluid (26). The results of previous studies
showing that myofibroblastic differentiation was associ-
ated with increased CXCL12 expression explain the en-
hanced angiogenic response of some cancer fibroblasts
(8). Although fibroblasts are the main source of CXCL12
in RA synovium, we did not find a correlation between
increased constitutive CXCL12 expression, myofibro-
blast differentiation, and the proangiogenic capacity of
inflammatory fibroblasts, which is consistent with the
results of previous studies (25,26,41). Therefore, the
pathologic differentiation of fibroblasts seems hetero-
geneous and can lead to a proangiogenic phenotype
through different molecular pathways. In different can-
cer types, stable overexpression of platelet-derived
growth factor or fibroblast growth factor type 2 have also
been found to contribute to angiogenesis (42,43).
Deletion of HIF-1 in cells of the myeloid lin-
eage in murine models of inflammation has been shown
to reduce cell infiltration as a result of metabolic changes
that may limit the myeloid cell migratory capacity (44).
VEGF and CXCL12 function as HIF transcriptional
targets under hypoxic conditions (13,45), providing an
additional link between hypoxia and inflammatory cell
infiltration. Our results show that the response of resi-
dent cells to hypoxia is also critical to the recruitment
of inflammatory cells through the synthesis of chemo-
tactic and proangiogenic factors such as VEGF. There-
fore, targeting of HIF-mediated responses could also
revert the contribution of stromal fibroblasts to chronic
arthritis perpetuation. In our model, both inhibition
of HIF transcriptional activity and specific siRNA tar-
geting of HIF expression had similar effects. A large
variety of HIF-targeting compounds have been de-
scribed, but none of these compounds has demonstrated
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sufficient specificity (46). In our experimental model, we
used the small molecule chetomin, which is the most
potent HIF/P300 transcriptional inhibitor, when tested
at nanomolar pharmacologic and noncytotoxic concen-
trations, identified so far (32). Although it lacks nonspe-
cific transcriptional effects, the specificity and additional
biologic activities of chetomin have not been thoroughly
evaluated.
Current targeted therapies for RA are directed
against T cells, B cells, or macrophage cytokines, and
all reduce macrophage and lymphoid cell infiltration of
the synovial membrane to a similar extent (47–49).
However, within a short time after therapy withdrawal,
the disease almost invariably relapses. Despite the re-
mission of inflammation and cell infiltration, a hyper-
plasic stroma with an expanded vascular bed may re-
main, and this is correlated with further damage to the
bone and cartilage tissue (22,50–52). Therapies specifi-
cally targeted to fibroblasts or vascular responses are
not available for RA. Targeting stromal cell–derived
proangiogenic factors and targeting HIF transcriptional
responses represent alternative approaches to reduce
the contribution of fibroblasts to the chronic inflamma-
tory response.
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Abstract
Background: Angiogenesis is considered an important factor in the pathogenesis of Rheumatoid Arthritis (RA) where it has
been proposed as a therapeutic target. In other settings, active angiogenesis is characterized by pathologic, immature
vessels that lack periendothelial cells. We searched for the presence of immature vessels in RA synovium and analyzed the
dynamics of synovial vasculature along the course of the disease, particularly after therapeutic response to TNF antagonists.
Methodology/Principal Findings: Synovial arthroscopic biopsies from RA, osteoarthritis (OA) and normal controls were
analyzed by double labeling of endothelium and pericytes/smooth muscle mural cells to identify and quantify mature/
immature blood vessels. To analyze clinicopathological correlations, a cross-sectional study on 82 synovial biopsies from RA
patients with variable disease duration and severity was performed. A longitudinal analysis was performed in 25 patients
with active disease rebiopsied after anti-TNF-a therapy. We found that most RA synovial tissues contained a significant
fraction of immature blood vessels lacking periendothelial coverage, whereas they were rare in OA, and inexistent in normal
synovial tissues. Immature vessels were observed from the earliest phases of the disease but their presence or density was
significantly increased in patients with longer disease duration, higher activity and severity, and stronger inflammatory cell
infiltration. In patients that responded to anti-TNF-a therapy, immature vessels were selectively depleted. The mature
vasculature was similarly expanded in early or late disease and unchanged by therapy.
Conclusion/Significance: RA synovium contains a significant fraction of neoangiogenic, immature blood vessels.
Progression of the disease increases the presence and density of immature but not mature vessels and only immature
vessels are depleted in response to anti-TNFa therapy. The different dynamics of the mature and immature vascular
fractions has important implications for the development of anti-angiogenic interventions in RA.
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Introduction
Increased synovial vascularity and biomarkers of angiogenesis
have been described in different chronic arthritic diseases [1–6].
Multiple inflammatory mediators such as cytokines, chemokines
and growth factors produced in excess in the synovial environment
can directly or indirectly mediate inflammatory angiogenesis
[5–7]. One of the key mediators of the inflammatory angiogenic
response is vascular endothelial growth factor (VEGF). VEGF can
be induced by hypoxia and cytokines in synovial macrophages and
fibroblasts [5–9]. Local and systemic levels of VEGF have been
found increased in rheumatoid arthritis (RA) and correlate with
active and severe disease [8–12]. In the collagen induced arthritis
murine model, different VEGF antagonists have consistently
shown remarkable therapeutic effects, pointing to angiogenesis as
a valid therapeutic target [13–15]. However, detailed morpholog-
ical studies of the changes in vascularity or vascular structure in
arthritic tissues after therapy are lacking in this model. VEGF is
also an important regulator of vascular permeability and
participates in myeloid cell migration and function [16–18].
Therefore, its antagonists might also improve arthritis by down-
regulating these processes, also highly relevant to the pathogenesis
of arthritis
VEGF mediated pathological angiogenesis has been extensively
analyzed in cancer, where VEGF antagonists have reached clinical
use and benefit patients with advanced malignancies [19]. Cancer
angiogenesis is characterized by morphologically abnormal,
immature, dilated and leaky vessels, which decrease effective
tumour perfusion and contribute to tumour development by
multiple mechanisms [20,21]. These VEGF induced immature
vessels lack proper periendothelial coverage by pericytes or smooth
muscle cells (SMC). VEGF mediates endothelial proliferation
while inhibiting pericyte and SMC development, a process instead
dependent on platelet derived growth factor (PDGF) signalling
[22,23]. Selective depletion of immature vessels has been
demonstrated after VEGF targeting in animal models of cancer,
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whereas mature vessels are relatively stable and resistant to VEGF
antagonists [20–24]. VEGF inhibition retards tumour progression
by complex effects in vascular functions, including improved
effective tumour perfusion and changes in inflammatory cell and
fluid influx [22–25].
Similar to tumours, in RA synovium, a severely hypoxic
environment is maintained despite active angiogenesis and
enhanced vascularity, suggesting abnormal function of the
neoangiogenic vessels [26,27]. However, the presence of immature
synovial vessels or their potential contribution to the disease
process has not been investigated. Improvement of the disease in
response to anti-TNF therapy is paralleled by a dramatic
reduction in local or systemic VEGF and other angiogenesis
markers [10–12,28,29]. Imaging techniques suggest that increased
vascularity and oedema are reduced by effective therapy [30–32].
Persistent vascular activity correlates with further damage to bone
and cartilage tissues even in patients on clinical remission.
Therefore, analyzing changes in vascular structure and density
after the indirect VEGF down regulation that occurs in response to
anti-TNF-a therapy might be informative on the potential role of
neoangiogenic vessels in the pathogenesis of RA.
We have specifically analyzed the pericyte/endothelial structure
of RA synovial vessels and whether changes in vascular density or
maturity correlate with clinicopathological progression of the
disease. Furthermore, we longitudinally analyzed potential chang-
es in the vascular structure in response to effective therapy in a
series of patients treated with TNF-a antagonists for active disease.
Methods
Ethics Statement
All patients signed a written informed consent. The present
study was approved by the institutional ethical committees of both
participating centers (Ethical Committee of the Hospital Clinic of
Figure 1. Detection of immature or mature blood vessels in RA synovial tissues. Double immunoflurescent labeling of endothelium (CD31,
red fluorescence) and pericytes/smooth muscle cells (aSMA, green fluorescence) in normal and RA synovial tissue is shown. Original magnification
6400. Right panels show the same area as in middle panels with higher magnification. Mature CD31+ vessels covered by aSMA+ periendothelial cells
are marked by arrows, and immature CD31+ vessels lacking aSMA+ mural cells by arrow heads.
doi:10.1371/journal.pone.0008131.g001
Table 1. Mature and Immature Vessels in RA, OA or Normal Synovial Tissues.
RA n = 82 OA n = 14 Normal n = 4 p-value*
CD31+/aSMA+ Vessels/mm2 294695 74628 94644 ,0.0001
CD31+/aSMA– Vessels/mm2 26627 0.661.2 060 ,0.0001
Total Vessels/mm2 319698 74.5628 94644 ,0.0001
Proportion of tissues with CD31+/aSMA– vessels (%) 66/82(80%) 3/14(21%) 0/4(0%) ,0.0001
CD31+/aSMA+: Mature vessels; CD31+/aSMA–: Immature vessels; Total vessels represents the sum of both mature and immature vessels.
(*) RA versus OA.
doi:10.1371/journal.pone.0008131.t001
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Barcelona, Barcelona, and Clinical Research Ethics Committee of
the Hospital 12 de Octubre, Madrid, Spain).
Patients and Synovial Biopsies
Arthroscopic synovial tissue biopsies were obtained from the
knee of 82 patients fulfilling the American Rheumatism Associ-
ation revised criteria for RA. All patients had active disease
characterized by inflammation of at least one knee joint. Patients
characteristics at biopsy, including age, sex, disease duration, 28-
joint Disease Activity Score (DAS28), C-reactive protein and
erythrocyte sedimentation rate (ESR), presence of IgM rheuma-
toid factor (RF) (positive$30 IU/ml) or anti-citrullinated protein
antibodies (ACPA) as determined by second-generation enzyme-
linked immunosorbent assay (positive$50 IU/ml, Immunoscan,
Stockholm, Sweden), and the presence of erosions were recorded.
A subgroup of 25 patients that started an anti-TNF-a therapy
(etanercept, adalimumab or infliximab) at first biopsy due to active
disease refractory to previous DMARD therapy (mean DAS28
score 6.061.4), underwent a second biopsy after 1062 months of
anti-TNF-a therapy. All these patients also received DMARD
therapy with methotrexate (7.5–20 mg/week) and 60% low dose
prednisone (#5 mg/day). Arthroscopic biopsies were obtained for
research purposes as previously described (33). The rate of side
effects of arthroscopy was very low and restricted to delayed
wound healing of one of the portals of entry in one patient (,1%).
After arthroscopy, lavage and steroid injection were performed
and usually followed by rapid improvement of arthritic pain.
Control synovial tissues from 14 osteoarthritic (OA) synovial
tissues were obtained by synovectomy at prostetic join replacement
surgery. In addition, normal (non-inflammatory) synovial tissues
were obtained from 4 individuals lacking previous joint disease at
elective arthroscopic surgery for minor traumatic lesions. Lack of
inflammatory infiltration in these tissues was confirmed by
histological examination.
Immunofluorescent Labelling of Synovial Vessels
Tissues were deparafinized, rehydrated and microwave heated
in pH 9 EDTA for antigen retrieval. Double immunofluorescent
labeling of endothelium and periendothelial pericytes/smooth
muscle cells was performed by sequential incubation with anti-
CD31 (JC70A clone, Dako, Carpinteria, CA, USA) and anti-a-
smooth muscle actin (aSMA) (1A4 clone, Sigma Aldrich Quı´mica,
Madrid, Spain) monoclonal antibodies, and isotype specific Alexa
488 and Alexa 594 labeled secondary antibodies (Molecular
Probes, Invitrogen, Eugene, OR). Sections were counterstained
with 49,6-diamidino-2-phenylindole (DAPI). Immunoperoxidase
staining of T-cells, B-cells, macrophages and PNAd+ high-
endothelial venules (HEV) was performed and quantified as
previously described [33]. Lymphoid neogenesis was defined by
the presence of grade 2–3 T/B cell aggregates containing HEV as
described [33].
For lymphatic vessels, immunoperoxidase labeling was per-
formed with anti-podoplanin mAb (D2/40 clone, Dako) and
avidin-biotin immunoperoxidase secondary reagents (Vector
Laboratories, Burlingame, CA, USA), and developed by diami-
nobenzidine chromogen. Double lymphatic and CD31 labeling
was performed by simultaneous podoplanin immunoperoxidase
and CD31 immunofluorescent detection as indicated above.
The whole area of each tissue was photographed and digitalized
using a Spot RT CCD camera and Spot 4.0.4 software (Diagnostic
Instruments, Sterling Heights, Michigan) on a Zeiss Axioplan-2
fluorescence microscope (Zeiss, Jena, Germany). The number of
blood vessels per area was determined by two independent
observers blind to the origin and characteristics of each biopsy.
Interobserver correlation coefficient for CD31+/aSMA- number
of vessels was r = 0.75 (p,0.0001, Spearman’s test). The
proportion of labeled/unlabeled synovial tissue area was also
analyzed in digitalized images using ImageJ software (http://rsb.
info.nih.gov/ij).
Statistical Analyses
For cross-sectional analyses, quantitative variables were com-
pared by Mann Whitney U test or ANOVA (Kruskall Wallys test)
Figure 2. Double labeling of lymphatic and CD31-positive
vessels in RA synovial tissues. Lymphatic vessels were detected by
immunoperoxidase (brown immunostaining) detection of podoplanin
and double immunofluorescent labeling (red fluorescence) of CD31.
The same field was photographed by light or fluorescent microscopy to
show the position of CD31+ (arrowheads) and podoplanin+ vessels
(arrows). Light microscopy image was inverted and merged with CD31
fluorescent image of the same field to show the relative position of
podoplanin (blue) and CD31 (red) labeling.
doi:10.1371/journal.pone.0008131.g002
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where appropriate. Correlation between different numerical
variables was analyzed by Spearman’s test. Changes in quantita-
tive variables before and after anti-TNF therapy were tested with
Wilcoxon’s signed rank test for paired data. Bonferroni correction
was applied for the correction of multiple testing.
Results
Vascularity and Immature aSMA-Negative Blood Vessels
in RA Synovial Tissues
By double labelling of endothelium (CD31) and pericyte/
smooth muscle cells (aSMA) immature, CD31-positive vessels
lacking aSMA-positive periendothelial cells, and mature CD31-
positive vessels covered by aSMA-positive mural cells were
identified in RA synovial tissues (Figure 1). Most RA tissues
(66/82) contained a variable number of immature CD31+/aSMA-
vessels, whereas they were only present in a small proportion of
OA tissues at a significantly lower density, and were not identified
in normal synovial tissues (Table 1). RA immature vessels were
predominantly small size vessels, preferentially located in sublining
areas containing abundant inflammatory infiltrates. Complete or
partial concordance in the presence of immature vessels in
different areas of the same joint was 30% and 53% respectively,
whereas in 17% of the cases, only one area contained immature
vessels.
The fractional CD31-positive and aSMA-positive areas and the
total number of mature vessels per area were also significantly
increased in RA tissues compared to OA and normal tissues
(Table 1). Although both determinations are not equivalent, since
labelled area depends on number and size of vessels, statistically
significant correlation was confirmed between manually acquired
quantitative data on CD31- or aSMA-positive vessels per area and
the fractional CD31- or aSMA-positive area evaluated by digital
image analysis (r = 0.35, p = 0,001 and r = 0.31, p = 0.002
respectively).
Weak CD31 labelling has occasionally been found in lymphatic
vessels of different tissues [34]. Although erythrocytes could be
observed in some immature vessels lumen by light phase contrast
microscopy (data not shown), to formally exclude that increased
lymphatics in RA could explain the presence of CD31 vessels
Figure 3. Clinicopathological correlations of immature blood vessels in RA synovial tissues. Disease duration, DAS28 score, erosive
disease, and synovial tissue infiltration by CD3, CD20 or CD68 cells is shown in groups with (+) or without (2) immature vessels as indicated. Density
of mature or immature vessels in patients stratified by disease duration and levels of activity (low: DAS28,3.2, moderate 3.2–5.1, or high.5.1).
Spearman’s correlation coefficients between immature vessels density and disease duration, DAS28, CD3 or CD20 infiltration are shown. (*) p,0.05
(see text). " p=0.04 (Kruskall Wallys test and post hoc Dunns test (low versus moderate or high activity groups).
doi:10.1371/journal.pone.0008131.g003
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lacking aSMA-positive periendothelial cells, we performed double
CD31 and lymphatic (podoplanin) immunolabelling. Podoplanin
was detected by peroxidase immunohistochemistry due to lower
sensitivity of immunofluorescent labelling. Podoplanin immuno-
peroxidase and CD31 immunofluorescent labelling were mutually
exclusive, therefore confirming that in RA synovial tissues,
CD31+/aSMA- were immature blood vessels (Figure 2).
Clinicopathological Correlations of Immature Blood
Vessels in RA Synovial Tissues
Our RA patients represented a non-selected cross-sectional
sample, heterogeneous in terms of disease duration, and
demographic, clinical and analytical characteristics. We analysed
whether selected characteristics of the disease, particularly disease
duration and several markers of activity or severity, were
correlated with the presence or abundance of immature vessels
in synovial tissue (Table 2). The presence of immature vessels was
significantly associated to a significantly longer disease duration
(1016104 versus 7.863.6 months; p,0.0001; Table 2; Figure 3).
The density of immature blood vessels was also significantly and
positively correlated with the duration of the disease (p = 0.003;
Figure 3). In contrast, the mature vascular density did not correlate
with disease duration (Figure 3). The different density of immature
and mature vessels stratified by different disease duration segments
is shown in Figure 3.
Disease activity at biopsy as evaluated by DAS28 score was
slightly higher in patients with synovial immature vessels (5.261.5
versus 4.760.8; Table 2 and Figure 3) but the difference did not
reach statistical significance. The density of immature vessels was
significantly lower in low versus moderate and high disease activity
groups as shown in Figure 3 (p = 0.04). The density of immature
blood vessels was also significantly and positively correlated with
the DAS28 score (p = 0.009; Figure 3). Mature vascular density
was not correlated with disease activity.
The presence of erosive disease at the time of biopsy was
significantly higher in the group of patients with synovial
immature vessels (78% versus 40%; p = 0.0039; Table 2).
Stratification by sex, age, presence or absence of RF or ACPA
auto-antibodies, did not show differences in the presence or
density of immature vessels nor in mature vascular density in the
different groups (Table 2).
Synovial inflammation was also quantified as the density of
cellular infiltration by macrophages, T-cells, B-cells, or their
organization into lymphoid aggregates characterized as lymphoid
neogenesis (LN) as previously described (33). Correlation between
these parameters and the presence or density of immature vessels
was analysed. Tissues containing immature vessels contained a
higher density of T and B-cells and macrophages (Table 2;
Figure 3). A significant correlation between the density of T-cells
(p,0.0001) but not sublining macrophage infiltration and the
density of immature vessels was found (Figure 3). Density of B-cells
and the presence of LN structures were higher in tissues with
immature vessels but after correction for multiple testing the
difference was non-significant. No significant correlation between
mature vascular density and cell infiltration by any cell type or LN
structures was found.
Effects of Anti-TNF Therapy on Mature and Immature
Blood Vessels
To evaluate whether the structure or abundance of immature
vessels was modified by therapy and whether these changes
correlate with changes in the clinical course of the disease induced
by therapy, we analysed a subgroup of 25 patients rebiopsied after
anti-TNFa therapy. Clinical and synovial cellular changes in
response to therapy in this group of patients are shown in Table 3.
After therapy, a significant improvement in DAS28 scores was
observed, as well as a significant decrease in T-cell and
macrophage cell infiltration, and a non-significant decrease in B-
cell infiltration (Table 3). Seven patients had not responded, and 6
and 12 had obtained moderate and good EULAR responses to
anti-TNF-a therapy at the time of the second biopsy [35].
A statistically significant decrease in the number of CD31+/
aSMA- immature vessels was observed in biopsies obtained after
anti-TNF-a therapy (Table 3). In contrast, the number of mature
CD31+/aSMA+ vessels per mm2 was not significantly modified
after therapy (Table 3). Consistently, the fractional CD31 area was
Table 2. Clinicopathological data stratified by the presence of Immature Vessels (IV).
All patients n = 82 IV- n = 16 (20%) IV+ n = 66 (80%) p-value*
Age (years) 58613 53610 59610 NS
Female (%) 68% 69% 68% NS
RA duration (months) 836100 7.863.6 1016104 ,0.0001
DAS28 5.161.4 4.760.8 5.261.5 NS
CRP (mg/dl) 4.0263.43 3.0862.92 4.2563.50 NS
Erosive disease (%) 67% 40% 78% 0.0039
Auto-antibodies positive{ (%) 71% 65% 72% NS
CD3+ T-cells/mm2 6676466 2586239 7426460 0.0002
CD20+ B-cells/mm2 2266205 87698 2516211 NS"
CD68+ cells/mm2 164361326 99061037 172961336 NS
LN (%) 48% 29% 52.4% NS"
Mature Vessels/mm2 294695 2796111 298692 NS
Data represent baseline data recorded at the time of biopsy. IV: immature CD31+/aSMA– vessels. LN: lymphoid neogenesis; DAS28: disease activity score; CRP: C-reactive
protein; NS: Non-significant.
(*)IV- versus IV+ groups.
({)RF or ACPA auto-antibodies.
(")p,0.05 but NS after correction for multiple testing.
doi:10.1371/journal.pone.0008131.t002
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significantly decreased after therapy whereas the aSMA area was
not modified (Table 3). The relative decrease in immature vessels
density was higher in patients obtaining better EULAR therapeu-
tic responses (p = 0.01; Figure 4). Clinical and pathological
changes in responders and non-responders are also shown in
Table 3.
Discussion
The presence of immature blood vessels is a phenomenon
previously associated to cancer tissues or developmental processes
where active angiogenesis takes place [21,36]. An imbalance
between endothelial cell tube formation and the parallel
development of pericytes has been mechanistically linked to
VEGF-induced angiogenesis [23]. In RA, a severely hypoxic
environment and possibly cytokines, induce Hif (hypoxia inducible
factor) mediated transcriptional activation of VEGF and many
other pro-angiogenic genes [10,26,27,37]. Excessive expression of
VEGF in chronically inflamed RA synovial tissue is therefore one
of the key factors explaining increased angiogenesis in the synovial
membrane [5–9]. Consistently, we found abundant immature
blood vessels in the inflammatory RA tissue which represents the
first description of this vascular abnormality in a human chronic
inflammatory disease. Scanty immature vessels could also be
detected in a few OA but not in normal synovial tissues. This
suggests that active angiogenesis and the presence of immature
vessels is not a disease-specific process but it is rather associated to
the severity of inflammation. In OA, a less intense inflammatory
process and active vascular remodelling are also variably present
[2–4]. In a previous study we found that increased VEGF
expression also characterizes OA synovial fibroblasts [38]. In RA,
immature vessels seem to appear relatively early in the disease but
as disease progresses their density increases, being maximal in
long-standing, active, and erosive disease groups. The observed
correlation between lymphocyte infiltration and immature vessels
formation points to a possible link between both processes.
Among patients rebiopsied after anti-TNF-a therapy, immature
vessels depletion was preferentially observed in those patients
achieving good therapeutic responses. The important increase in
mature vessels density observed in RA tissues seems present from
the earliest phases and less susceptible to change. After anti-TNF-a
therapy, the observed decrease in immature vessels was not
paralleled by a reduction in mature vasculature. Consistently, only
CD31 but not aSMA labelled area was decreased by anti- TNF-a
therapy. These observations together with previous observations
on the effect of therapy on local or systemic angiogenesis markers
suggests that effective therapy halts active angiogenesis but has
little effect on the expanded mature vascular bed [10,28,29].
In the most refractory patients, immature vascular development
seems insufficiently targeted by anti-TNF-a therapies. Persistently
enhanced vascularity after improvement of clinical inflammation
can be a factor of chronicity and it has been associated to further
progression of joint damage [30–32]. Whether the persistent
vascular signal observed by imaging studies corresponds to
resistant immature or to higher mature vascularity is not known.
Parallel imaging and histological studies are needed to evaluate the
contribution of persistent immature/mature vessels to disease
progression and may illustrate the specific pathogenetic contribu-
tion of immature vessels.
In cancer tissues, specific anti-angiogenic anti-VEGF therapy
has been found to induce selective changes in the immature
vascular bed, a process called vascular normalization, where
immature vessels selectively disappear [21,24]. This is consistent
with the different sensitivity to VEGF depletion of immature and
mature vessels. Whereas VEGF is required to sustain newly
Figure 4. Variation in the density of immature vessels stratified
by the levels of response to anti-TNF-a therapy. Decrease in
immature (left graphics) or mature (right graphics) vessels density
between the first and second biopsy after anti-TNF-a therapy is shown
stratified by EULAR responses: 0 = : No response; 1: Moderate response;
2: Good response. (*) Kruskall Wallys test and post hoc Dunns test (non-
responders versus good responders).
doi:10.1371/journal.pone.0008131.g004
Table 3. Clinicopathological changes in patients after anti-TNFa therapy.
Basal Biopsy Post Anti-TNF Biopsy p-value D Change Non-responders* D Change Responders
DAS28 6.061.4 3.961.9 ,0.0001 20.560.7 3.261.8
CRP mg/dl 4.863.5 1.662.0 0.0004 1.064.1 4.263.6
CD31+/aSMA– vessels/mm2 52631 31627 0.017 20.4613 12616
CD31 area (%) 3.161.6 2.561.4 0.03 20.262.1 0.961.0
CD31+/aSMA+ Vessels/mm2 276682 3216110 NS 30625 8659
aSMA+ area (%) 3.6861.6 3.6061.4 NS 20.161.9 0.161.7
CD3/mm2 823688 478683 0.0064 2026398 4006698
CD20/mm2 322659 220654 NS 2196245 566411
CD68/mm2 324638 192631 0.0091 536180 1636195
CD31+/aSMA–: immature vessels. CD31+/aSMA+: mature vessels. p-value of basal versus post-anti-TNF values.
(*)Absolute decrease from basal values in patients achieving moderate or good EULAR response (responders) and non responders to anti-TNF.
doi:10.1371/journal.pone.0008131.t003
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formed vessels, this factor is dispensable for the mature vascular
network [21]. Our data suggest that upon indirect VEGF down-
regulation by anti-TNF-a therapy in RA [10–12], blood vessels
normalization rather than global vascular reduction occurs, and
suggests that VEGF antagonists might not be active on the largest
fraction of the expanded synovial vascularity. In an animal model
of airway inflammatory angiogenesis, VEGF independent angio-
genic effects of TNF-a have also been identified, suggesting that
alternative mediators may also be linked to the down-regulation of
inflammatory angiogenesis induced by TNF-a blocking [39].
Although immature vessels depletion occurred preferentially in
patients responding to anti-TNF-a therapy, the pleiotropic effects of
this intervention do not permit to speculate on the role of immature
vessels depletion in such response. In cancer, immature vessels are
associated to increased permeability and high interstitial fluid
pressure, decreasing the effective perfusion of the tissue and drug
access, and modifying inflammatory cell infiltration [20–22,25].
The role of immature vessels in inflammation has only been
explored in a murine model of Mycoplasma induced airway
inflammation [40]. In this model, enforced vascular immaturity by
ephrinA2 deletion was directly linked to greater leukocyte
infiltration and higher expression of inflammatory cytokines upon
inflammatory challenge. Further studies on the specific contribu-
tion of immature blood vessels to RA pathogenesis are needed to
understand the potential of more specific anti-angiogenic inter-
ventions for the therapy of RA.
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Objective: Synovial fibroblasts (SF) hyperplasia has been proposed to 
contribute to the pathogenesis of rheumatoid arthritis (RA) but quantitative 
information on this process is scarce. The aims of this study were to evaluate 
the fibroblast specific marker hsp47 as a quantitative marker for SF and 
analysing its clinicopathological correlates and evolution after anti-TNF-α 
therapy.  
Methods: Synovial arthroscopic biopsies from 48 RA patients and 20 
osteoarthritis (OA) or normal controls were analysed. 25 RA patients with active 
disease at biopsy were rebiopsied after anti-TNF-α therapy. Immunolabeling for 
hsp47, inflammatory cells, and vascular cell markers was performed. Hsp47-
positive lining and sublining fractional areas were quantified and their 
correlation with clinicopathological variables analyzed. 
Results: In normal and diseased synovial tissues, hsp47 was specifically and 
uniformly expressed by lining, sublining and perivascular fibroblasts. Lining SF 
area was significantly increased in both RA and OA compared to normal 
tissues. Sublining SF area was increased in RA compared to OA or normal 
tissues. Lining SF area was positively correlated with the density of 
macrophages, disease activity score (DAS28), and RA duration. In contrast, 
sublining SF area was negatively correlated with RA duration and activity. A 
significant reduction of lining but not sublining SF area was observed after anti-
TNF-α therapy. 
Conclusion: Hsp47 is a reliable marker to quantify SF in human synovial 
tissues. Our data suggest that lining and sublining SF undergo a different 
dynamics along the course of the disease. Lining SF expansion parallels 
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   Synovial fibroblasts (SF), also termed fibroblast-like or type B synoviocytes, 
are the most abundant resident cell type in human synovial tissue. In 
rheumatoid arthritis (RA) synovium, SF expansion may occur by either acquired 
growth advantages or the recruitment of variably differentiated precursors (1-4). 
Numerous evidences support the potential contribution of SF to the 
pathogenesis of chronic arthritis (5-6). SF respond to cytokines, remarkably 
TNF-α, by producing a large variety of inflammatory and tissue destructive 
mediators. In addition, arthritic SF display a constitutive pro-inflammatory 
phenotype that persists in tissue culture in the absence of exogenous stimuli (7-
9). Both cytokine induced responses and constitutive changes often converge to 
common pathways that result in increased synthesis of chemokines, cytokines, 
pro-angiogenic factors, and factors related with increased invasiveness and 
tissue destruction (5-9).Therefore, the expansion of a SF pool with an abnormal 
phenotype could significantly contribute to chronic inflammation and destruction 
of the joints. Proof of this concept has been generated in animal models of 
arthritis, where specifically targeting fibroblasts TNF-α receptors is sufficient to 
preclude the development of TNF-α mediated arthritis (10). Interruption of 
cadherin-mediated SF cell-cell adhesions critical to lining and pannus formation 
has also shown to reduce severity of arthritis in mice (11). 
   SF hyperplasia has been morphologically described in the synovial lining and 
the cartilage invasive pannus (12-13). However, since no reliable markers for 
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SF are available, truly quantitative data on SF hyperplasia are scanty. The 
expression of different SF markers can be modified by the disease status and 
by the different location of SF in the synovium. Increased UDPGD, CD55 
(decay-accelerating factor or DAF), VCAM and cadherin-11 expression in lining 
versus sublining SF has been reported, and the expression and distribution of 
these markers is variable in normal compared to RA synovium as well as in 
cultured SF exposed to cytokines (14-20). Fibroblast lineage markers such as 
prolyl-hydroxylases or Thy1 also show important sensitivity and specificity 
limitations (21-23). This paucity of specific phenotypic markers explains the lack 
of quantitative information on the potential changes of SF in relation with RA 
inflammatory activity or therapeutic responses. 
   The immunohistochemical detection of the collagen-specific chaperon hsp47 
has recently been demonstrated as a highly specific and sensitive method to 
identify fibroblasts in human healthy or pathological tissues (23-24). Hsp47 is 
not expressed by macrophages, vascular or smooth muscle cells and, in 
fibroblasts, it is constitutive and not dependent on their activation status. We 
have confirmed the validity of this marker to quantify SF in synovial tissues and 
analysed the correlations between SF expansion and relevant 
clinicopathological variables in a series of RA patients. Our data suggest that 
lining but not sublining SF expansion is a dynamic component of RA synovitis 
that parallels inflammatory activity and disease progression, and that can be 
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PATIENTS AND METHODS 
Patients and Synovial Biopsies 
   Arthroscopic synovial tissue biopsies were obtained from the knee of 48 
patients fulfilling the American Rheumatism Association revised criteria for RA 
as previously described. All patients had active disease characterized by 
inflammation of at least one knee joint. Patient characteristics at biopsy, 
including disease duration, 28-joint Disease Activity Score (DAS28) and the 
presence of autoantibodies (rheumatoid factor or anti-cyclic citrullinated 
peptide) and erosions were recorded. The mean age of the patients was 57±11 
years (range 25-80) and the mean disease duration 76±104 months (range 2-
441) with 22 (46%) patients having early RA (<1 year).  
   All patients signed a written informed consent. The present study was 
approved by the institutional ethical committees of both participating centers 
(Ethical Committee of the Hospital Clinic of Barcelona, Barcelona, and Clinical 
Research Ethics Committee of the Hospital 12 de Octubre, Madrid, Spain). 
   A subgroup of 25 patients that started an anti-TNF-α therapy (etanercept, 
adalimumab or infliximab) after the first biopsy due to active disease refractory 
to previous methotrexate therapy (mean DAS28 score 6.0±1.4), underwent a 
second biopsy after 10±2 months of anti-TNF-α therapy plus methotrexate. 
   Control synovial tissues from 14 osteoarthritic (OA) synovial tissues were 
obtained by synovectomy at prostetic join replacement surgery. In addition, 
normal non-inflammatory synovial tissues were obtained from 6 individuals 
lacking previous joint disease at elective arthroscopic surgery for minor 
meniscal lesions. Lack of inflammatory changes in normal tissues was 
confirmed by histological examination. 
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Immunolabeling of Synovial Cells and Tissues 
   Tissues were deparafinized, rehydrated and microwave heated in pH9 EDTA 
for antigen retrieval. Fibroblasts were immunolabeled with anti-hsp47 
monoclonal antibodies (M16.10A1 clone, Assay Designs, MI, USA) and isotype 
specific Alexa 594 or Alexa 488 (Molecular Probes, Invitrogen, Eugene, OR), or 
biotinylated secondary antibodies. Sections were counterstained with 4',6-
diamidino-2-phenylindole (DAPI) or haematoxylin. Immunoperoxidase staining 
and quantification of T-cells, B-cells and macrophages was performed as 
previously described (25). 
   Double labeling of endothelium was performed with anti-CD31 monoclonal 
antibody (JC70A clone, Dako, Carpinteria, CA, USA) as previously described 
(26). Double labeling of hsp47 and mononuclear cells was performed with anti-
CD45 (2B11/PD7/26 clone, Dako) as pan-leukocyte marker, or anti-CD68 (KP1 
clone, Dako) as macrophage marker. 
   The whole area of each tissue was photographed and digitalized using a Spot 
RT CCD camera and Spot 4.0.4 software (Diagnostic Instruments, Sterling 
Heights, Michigan) on a Zeiss Axioplan-2 fluorescence microscope (Zeiss, 
Jena, Germany). The SF fractional area was quantified on anti-hsp47 Alexa 594 
immunolabeled sections using ImageJ software (http://rsb.info.nih.gov/ij). Since 
the lining area was directly dependent of the degree of SF hyperplasia, the 
hsp47-positive area in the lining was adjusted by the linear length (mm) of the 
analysed lining whereas the sublining hsp47-positive area was adjusted by the 
total area. 
   SF from synovial tissues of patients with RA or normal controls were obtained 
as previously described, cultured on glass coverslips after the third passage, 
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and immunolabeled for hsp47 using the same protocol as for synovial tissues 




For cross-sectional analyses, quantitative variables were compared by 
Student’s t-test. Correlation between different numerical variables was analyzed 
by Spearman's or Pearson’s test where appropriate. Changes in quantitative 




Immunolabeling of SF in synovial tissues and tissue culture 
   In haematoxylin counterstained sections from healthy or diseased synovial 
tissues, anti-hsp47 immunolabeling showed a specific pattern that included 
abundant cells in the lining, fibroblast shaped cells in the sublining and some 
cells with a perivascular distribution, whereas mononuclear cell infiltrates were 
hsp47-negative (Figure 1). In RA hyperplasic lining hsp47 labelled cells tended 
to accumulate at the basal rather than the superficial layers consistently with the 
previously described distribution of UDPGD activity (14). 
   Cultured SF from either normal or RA tissues displayed a uniform cytoplasmic 
pattern of hsp47 labelling. No unlabelled cells were detected by DAPI 
counterstaining in SF cultures (Figure 2). Pretreatment of SF cultures with TNF-
α did not modify the pattern nor the relative intensity of immunofluorescent 
labeling per cell compared to untreated cells (Figure 2). 
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   By double labelling, neither lining nor sublining macrophages (CD68-positive) 
were labeled by anti-hsp47 (Figure 1). Double labelling with the pan-leukocyte 
marker CD45 and hsp47 were mutually exclusive, ruling out hsp47 labelling of 
all lymphoid and myeloid cell types. To better identify hsp47 labelled 
perivascular cells, double labeling for hsp47 and endothelial cells with anti-
CD31 was performed. Perivascular fibroblasts or pericytes of small vessels but 
not endothelial cells were hsp47-positive (Figure 1). In larger blood vessels of 
deeper areas, perivascular fibroblasts but not smooth muscle cells were labeled 
by anti-hsp47 mAb (data not shown). Intensity of labeling was uniform and 
similar for lining, sublining and perivascular fibroblasts. 
   The density and distribution of hsp47-labeled SF in normal or diseased 
tissues was variable. In healthy synovial tissues, a single layer of alternating SF 
and non-fibroblastic cells was observed in the lining (Figure 1). In OA and RA 
tissues, an increased proportion of hsp47-positive SF was observed, arranged 
in several layers towards the basal lining area. Lining hsp47-positive fractional 
area was significantly increased in either RA or OA tissues compared to normal 
tissues but no significant differences between OA and RA were found (Figure 
1). In RA, sublining hsp47-positive area was significantly increased compared to 
either OA or healthy tissues and significant differences between OA and normal 
tissues were not found (Figure 1). 
 
Clinicopathological correlations of SF hyperplasia 
   Lining and sublining SF area was highly variable between different RA 
individuals, heterogeneous in terms of disease duration and RA activity or 
severity. We therefore analysed whether clinical activity (DAS28), disease 
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duration, density of inflammatory cell infiltration (CD68, CD3, CD20), and CD31 
blood vessels were correlated with the observed increase of lining or sublining 
SF areas (Table 1). The lining SF area was significantly and positively 
correlated with the density of infiltration by CD68-positive macrophages in the 
sublining, a validated parameter for inflammatory activity (27). No statistically 
significant correlation with lymphocytic infiltration by T- or B-cells or vascularity 
was found. 
   The DAS28 clinical activity score was significantly correlated with the lining 
SF area. The duration of the disease before arthroscopy was also significantly 
correlated with the lining SF area. A progressive increase in the lining SF area 
was observed from the earliest phases of the disease (Figure 3). To confirm this 
correlation, we compared the lining SF area in early (<1 year) versus late 
disease groups. The mean lining SF area was also significantly higher in the 
late compared to the early disease group (Figure 3). 
   The area of sublining SF was increased from the earliest phases of the 
disease, compared to OA or healthy controls, and significantly decreased with 
longer disease duration (Figure 3). Early disease group (<1 year) had a higher 
sublining SF area compared to late disease group (Figure 3). Contrarily to 
lining, sublining SF area was negatively correlated with DAS28 (Table 1). No 
other significant correlations between sublining SF area and other 
clinicopathological characteristics were found. 
   Significant differences in the lining or sublining SF area in patients stratified by 
erosive disease at biopsy, or by the presence of rheumatoid factor or aCCP 
autoantibodies were not found (data not shown). 
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Changes in SF hyperplasia after anti-TNF-α therapy 
   In a subgroup of 25 patients, sequential biopsies were performed before 
initiating anti-TNF-α therapy for inadequate response to DMARD and 10±2 
months later, when 18 (72%) patients had achieved a good or moderate EULAR 
response and 7 (28%) had not responded. Additional clinical and pathological 
changes induced by anti-TNF-α therapy in this series have previously been 
reported (26). 
   In the whole group of anti-TNF-α treated patients, a significant reduction in 
lining SF area was observed in the second biopsy, whereas sublining fibroblasts 
remained unchanged after anti-TNF-α therapy (Figure 4). The decrease in lining 
SF after anti-TNF-α therapy was observed in both responder (achieving good or 
moderate EULAR response) and non-responder groups. A trend towards a 
higher decrease in responders was observed but it did not reach statistical 
significance (Figure 4). Sublining SF remained similarly unchanged by anti-
TNF-α therapy in both responders and non-responders (Figure 4). Neither basal 
lining nor sublining SF area predicted DAS28 change or EULAR response to 
anti-TNF-α therapy (data not shown). 
   Analysis of correlations between the decrease in lining SF and the change in 
other clinicopathological parameters also showed a positive but non-significant 
trend for CD3 T-cells, CD68 sublining macrophages, and CRP, but not for CD20 
B-cells, vascularity (CD31) or DAS28 (Table 2). 
 
DISCUSSION 
   During the past decades, numerous evidences point to RA SF as active 
drivers of synovial inflammation and joint destruction (3-8). Most studies 
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describe the gene expression and phenotypic changes in RA SF that explain 
their transition from normal connective tissue cell components with synthetic 
functions to pro-inflammatory and destructive cells. Lining hyperplasia has long 
been described in RA, OA and other inflammatory conditions as the best 
evidence for SF expansion (12, 28). Lining thickness variation correlates with 
activity and can decrease after effective therapy (12, 29-31). However, most 
cells in this area are macrophages and therefore, the reduction may also be due 
to a decrease in macrophages (28, 30). In the sublining, where interactions 
between lymphocytes and SF seem important (32-33), changes in SF have not 
been described. Our study confirms the utility of hsp47 immunolabeling as a 
useful fibroblast lineage marker in synovial tissues. This marker permits to 
obtain quantitative data on both lining and sublining SF fractions that can be 
correlated with clinical and therapeutic changes. 
   Our analysis shows that both SF pools are significantly expanded even at the 
earliest RA stages compared with normal synovial tissues. However, we found 
important differences between both SF subpopulations. Whereas lining SF 
hyperplasia tended to increase with time and inflammatory activity, the opposite 
was true for sublining SF. Furthermore, lining SF hyperplasia was not specific of 
RA and it was similar to what observed in end stage OA tissues, consistently 
with previous observations (28). In contrast, sublining SF hyperplasia was a RA 
specific feature that was not observed in OA tissues. Therefore, lining and 
sublining SF seem to follow a different dynamics in both diseases. Previous 
studies had shown that differences between lining and sublining SF in the 
expression of some SF factors such as cadherin-11, VCAM or DAF (CD55) are 
lost in RA, where a more homogeneous phenotype is observed (14-17). This 
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may be due to the inducible expression of these markers in SF by 
proinflammatory mediators such as TNF-α (18-20). This inflammatory 
transformation of sublining in lining-like SF together with their inverse balance 
along disease course suggests that spatial accumulation of SF in the lining and 
proinflammatory phenotype could be related processes. 
   The possibility of specific targeting of the stromal cell component in arthritis 
has only been explored in animal models, where all evidences are consistent 
with a relevant contribution of SF to the inflammatory and joint destructive 
process (10-11). The indirect effects of available RA therapies on SF 
hyperplasia had not been confirmed possibly because of the aforementioned 
limitations to obtain quantitative data (29-31). The effects of TNF-α antagonists 
are of particularly interest, since TNF-α is not only a critical factor in the 
proinflammatory and tissue destructive response of SF but also a proliferative 
and survival factor for SF (1-3, 10). We provide evidence of a significant 
reduction in lining but not sublining SF in response to anti-TNF-α therapy. 
However, we could not confirm the parallelism between this change and the 
clinical response. This is likely due to the small number of non-responder 
patients. Alternatively, the observed reduction in non-responders might also be 
explained by subclinical therapeutic effects. Joint protective effects of anti-TNF-
α therapy have previously been demonstrated even in the absence of a clinical 
response (34). Therefore, the significance of the observed decrease in lining SF 
hyperplasia after therapy remains unclear. The mechanisms may relate to 
changes in the balance between proliferation and survival or to a reduction in 
the recruitment of precursors. We failed to detect an increased SF apoptotic 
rate in biopsies of anti-TNF-α treated patients but this could be due to the very 
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low rate of detectable apoptotic events in SF compared to lymphoid infiltrates or 
endothelium (unpublished observations). Nevertheless, the observed decrease 
in lining SF after therapy is only partial even in responders. Lining SF remain 
significantly increased in this group compared to normal synovium. The 
prognostic significance of persistent SF hyperplasia should be addressed by 
further longitudinal studies. 
   In summary, we provide evidence of the utility of hsp47 immunolabeling as a 
fibroblast marker in synovial tissues that may facilitate further studies on this 
important cell component in arthritis. Our data demonstrate differential changes 
in the lining and sublining SF compartments consistent with a different 
dynamics along the disease course and in response to anti-TNF-α therapy. 
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Table 1. Clinicopathological correlations of SF area in RA tissues*  
Lining SF area Sublining SF area 
 
p-value r p-value r 
CD3/mm2 0,751  0,05 0,695 -0,06 
CD20/mm2 0,890 -0,02 0,675 -0,06 
CD68SL/mm 0,017 0,38 0,922  0,02 
CD31 vessels/mm2 0,078 0,25 0,662  0,06 
CRP 0,088 0,30 0,089 -0,25 
DAS28 0,039 0,24 0,041 -0,30 
Disease duration (months) 0,013 0,36 0,003 -0,43 
* Spearman's or Pearson’s tests. 
 
Table 2. Correlations between changes in lining SF area and clinicopathological 
changes after anti-TNF-α therapy  
 ∆ Lining SF area* 
 p-value r 
∆ CD3/mm2 0,082  0,35 
∆ CD20/mm2 0,601  0,08 
∆ CD68SL/mm 0,071  0,36 
∆ CD31 vessels/mm2 0,452 -0,15 
∆ CRP 0,067  0,37 
∆ DAS28 3v1 0,177  0,27 
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LEGENDS TO FIGURES 
Figure 1. Hsp47 immunolabeling of RA and control synovial tissues. Upper 
row panels shows immunoperoxidase (brown) anti-hsp47 labeling of lining and 
superficial sublining area in the different groups as indicated (x400 and 
haematoxylin counterstaining). Double immunofluorescent labeling of hsp47 
(green) and CD31 (red) and merged images as indicated; arrows indicate 
perivascular hsp47-positive cells (DAPI nuclear counterstaining). Double 
immunofluorescent labeling of hsp47 (red) and CD68 (green) and merged 
images as indicated; arrows indicate the lining surface. Double 
immunofluorescent labeling of hsp47 (green) and CD45 (red) and merged 
images as indicated. Graphics show mean±SE lining or sublining hsp47 
fractional area in the different groups. Data are representative of 48 RA, 14 OA 
and 6 normal (N) tissues. p<0.05 RA or OA versus normal.  
 
Figure 2. Hsp47 immunolabeling of RA and control cultured synovial 
fibroblasts. Fibroblasts from RA or normal controls were cultured on glass 
coverslips and immunolabeled (red) for hsp47. Parallel cultures were treated 
with TNF-α (20 ng/ml) for 24h as indicated. Nuclear counterstaining with DAPI. 
Left panels show isotype control (CTRL) with or without DAPI nuclear 
counterstaining. Original magnification x400.  
 
Figure 3. Correlation between lining or sublining mean SF area and 
clinicopathological variables. Individual hsp47 fractional areas are plotted 
against DAS28, disease duration, and density of CD68 macrophages as 
indicated. Statistical data are summarized in Table 1. Mean hsp47 positive 
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lining and sublining area stratified by disease duration <6, 6-12, 12-60 or >60 
months as indicated. Lining SF p<0.008 early (<1 year) versus late (>1 year); 
Sublining SF p<0.0001 early (<1 year) versus late (>1 year). Data are 
representative of 48 RA patients. 
 
Figure 4. Changes in lining and sublining SF areas after anti-TNF-α 
therapy. Immunofluorescent labeling (red) of hsp47 in lining and sublining 
areas in a single patient treated with anti-TNF-α (x400 and DAPI 
counterstaining). Graphics are representative of 25 patients. Pre: basal biopsy; 
Post: post-anti-TNF-α biopsy. Resp/Non Resp: groups of patients achieving or 
not a moderate or good EULAR response at second biopsy. *p<0.03 (Student´s 
t-test for paired data). 
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Figure 1. Hsp47 immunolabeling of RA and control synovial tissues. Upper row panels shows 
immunoperoxidase (brown) anti-hsp47 labeling of lining and superficial sublining area in the 
different groups as indicated (x400 and haematoxylin counterstaining). Double immunofluorescent 
labeling of hsp47 (green) and CD31 (red) and merged images as indicated; arrows indicate 
perivascular hsp47-positive cells (DAPI nuclear counterstaining). Double immunofluorescent labeling 
of hsp47 (red) and CD68 (green) and merged images as indicated; arrows indicate the lining 
surface. Double immunofluorescent labeling of hsp47 (green) and CD45 (red) and merged images 
as indicated. Graphics show meanSE lining or sublining hsp47 fractional area in the different 
groups. Data are representative of 48 RA, 14 OA and 6 normal (N) tissues. p<0.05 RA or OA versus 
normal.  
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Figure 2. Hsp47 immunolabeling of RA and control cultured synovial fibroblasts. Fibroblasts from RA 
or normal controls were cultured on glass coverslips and immunolabeled (red) for hsp47. Parallel 
cultures were treated with TNF-α (20 ng/ml) for 24h as indicated. Nuclear counterstaining with 
DAPI. Left panels show isotype control (CTRL) with or without DAPI nuclear counterstaining. Original 
magnification x400.  
177x114mm (300 x 301 DPI)  
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Figure 3. Correlation between lining or sublining mean SF area and clinicopathological variables. 
Individual hsp47 fractional areas are plotted against DAS28, disease duration, and density of CD68 
macrophages as indicated. Statistical data are summarized in Table 1. Mean hsp47 positive lining 
and sublining area stratified by disease duration <6, 6-12, 12-60 or >60 months as indicated. 
Lining SF p<0.008 early (<1 year) versus late (>1 year); Sublining SF p<0.0001 early (<1 year) 
versus late (>1 year). Data are repres ntative of 48 RA patients.  
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Figure 4. Changes in lining and sublining SF areas after anti-TNF-α therapy. Immunofluorescent 
labeling (red) of hsp47 in lining and sublining areas in a single patient treated with anti-TNF-α (x400 
and DAPI counterstaining). Graphics are representative of 25 patients. Pre: basal biopsy; Post: 
post-anti-TNF-α biopsy. Resp/Non Resp: groups of patients achieving or not a moderate or good 
EULAR response at second biopsy. *p<0.03 (Student´s t-test for paired data).  
177x114mm (411 x 446 DPI)  
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